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Optimisation d’anodes microbiennes à partir de lixiviat de sol pour 
la conception de piles à combustible microbiennes 
 
Résumé 
Les piles à combustible microbienne (PACMs) sont des piles capables de convertir l’énergie chimique 
de combustibles organiques directement en énergie électrique. Dans ces piles, l’oxydation du 
combustible est assurée par des micro-organismes dits "électro-actifs" qui forment des biofilms à la 
surface de l’anode et jouent le rôle de catalyseur des réactions électrochimiques.  
 
Les travaux qui font l’objet de ce manuscrit ont eu pour objectif d’optimiser des anodes microbiennes 
formées à partir de la flore bactérienne contenue dans des terreaux de jardin. Les expériences 
effectuées en chronoampérométrie avec un système à trois électrodes ont conduit à la première 
démonstration expérimentale que des densités de courant de 66 A/m2 pouvaient être obtenues en 
formant les anodes microbiennes sur des ultra-microélectrodes. Sur des électrodes de taille normale, la 
mise au point d’une nouvelle technique (polarisation retardée) pour la formation de biofilms 
microbiens a permis d’obtenir des densités de courant de 9,4 A/m2 après seulement 3 jours de 
polarisation tandis que le protocole conventionnel demandait quelques semaines pour obtenir 6 à 8 
A/m2. L’étude de différents matériaux d’électrode a indiqué que l’acier inoxydable qui permit 
d’atteindre des densités de courant de 21 A/m2 présente un grand intérêt pour la formation de biofilms 
électro-actifs. En effet, les électrodes en tissu de carbone ont assuré jusqu’à 34,3 A/m2, voire 50 A/m2 
en anaérobiose, mais elles bénéficiaient d’une structure tridimensionnelle. La mise en œuvre des 
anodes microbiennes optimisées dans les PACMs a assuré la production de 6,0 W/m2. L’élaboration 
d’un nouveau prototype intégrant un système de cathode amovible a permis d’allonger la durée de vie 
initiale de la pile de 2 semaines à plus de 2 mois. 
 




Optimisation of microbial anodes from soil leachate for designing microbial fuel cells 
 
Abstract 
Microbial fuel cells (MFC) are devices capable to convert chemical energy from organic fuels directly 
into electrical energy. In these cells, the fuel oxidation is provided by micro-organisms known as 
"electro-active"; these microorganism form biofilms on the surface of the anode and act as a catalyst 
for electrochemical reactions. 
 
The aim of this work was the optimisation of microbial anodes formed from bacterial flora contained 
in garden soils. The chronoamperometric experiments performed in a three-electrode system showed 
for the very first time in these systems that current densities of 66 A/m2 could be obtained by forming 
microbial anodes on ultra-microelectrodes. On electrode of normal size, the development of a new 
technique (delayed polarisation) for designing microbial biofilms produced current densities of 9.4 
A/m2 after 3 days of polarisation, while the conventional protocol asked a few weeks for obtaining 6 to 
8 A/m2. The study of different electrode materials indicated that stainless steel allowed reaching 
current densities up to 21 A/m2, which makes it a suitable candidate for designing electro-active 
biofilms. Indeed, the carbon electrodes provided up to 34.4 A/m2, even 50 A/m2 in anaerobic 
conditions, but the electrodes benefited of a three-dimensional structure contrasting the stainless steel 
electrode. The use of optimised microbial anodes in MFCs insured the production of 6 W/m2. In 
addition, the development of a new prototype containing a removable cathode allowed extending the 
lifetime of the initial MFC from 2 weeks to over 2 months. 
 
Keywords: Biofilm, microbial fuel cell, microbial anode, bioanode, soil, electron transfer.
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La transition énergétique vers les énergies renouvelables constitue un enjeu mondial majeur. 
Les énergies renouvelables sont nécessaires pour diminuer l’impact sur l’environnement et la 
dépendance aux énergies fossiles (pétrole, gaz, charbon). Le développement des énergies 
renouvelables se décline en une multitude de sujets de recherche de part le monde et, 
pratiquement, les énergies renouvelables dans la consommation finale d’énergie prennent une 
part de plus en plus grande dans le panel énergétique européen : Suède 47%, Finlande 30%, 
France 12% (selon l’Institut National Français de la statistique et des études économiques). 
 
Dans ce contexte économique favorable à l’émergence des énergies renouvelables, la pile à 
combustible microbienne (PACM) s’est positionnée vers le début des années 2000 comme 
une solution innovante et plutôt inattendue. En étant susceptible d’utiliser toute sorte de 
matières organiques comme combustible elle présente en outre le double avantage de produire 
de l’énergie électrique et d’intensifier les procédés de traitement d’effluents. Les PACMs sont 
similaires aux piles à combustible classiques, mais ce sont les micro-organismes adhérés sur 
l’anode sous forme de biofilm qui assurent la catalyse des réactions électrochimiques. Les 
biofilms capables d’assurer le rôle d’électro-catalyseur sont appelés biofilms électro-actifs 
(EA). Certaines piles peuvent aussi utiliser la catalyse par les biofilms EA à la cathode, mais 
cette option plus complexe n’a pas été traitée dans le cadre de ce travail.   
 
Actuellement, les performances maximales des PACMs sont de l’ordre de 7 watts de 
puissance générée par mètre carré de surface d’électrode. Depuis les années 2000, les 
performances augmentent régulièrement mais les résultats actuels ne permettent pas encore 
aux PACMs d’être développées à grande échelle. Les faibles densités de puissance générées 
par les PACMs restent un verrou majeur à leur développement pour la plupart des 
applications. Les avancées sont toutefois rapides et des groupes de recherche de plus en plus 
nombreux s’engagent dans l’étude et le développement de PACM. De très nombreux travaux 
visent l’identification des micro-organismes qui sont capables de transférer vers une anode les 
électrons issus de leur métabolisme et la compréhension de ces mécanismes. Des études plus 
appliquées portent aussi sur le choix de la source de micro-organismes, des matériaux 
d’électrodes, l’architecture des électrodes et des modules de PACM, etc.  
 
Pour progresser dans la conception d’anodes microbiennes et leur mise en œuvre dans des 
PACM, sept partenaires français se sont réunis dans le cadre du projet de recherche 
"AgriElec" soutenu par l’ANR. Le but de ce projet  est de découvrir de nouveaux biofilms EA 
à partir de différentes sources de l’environnement, d’isoler les souches responsables de la 
production de courant et de d’avancer dans la compréhension des mécanismes de transfert 
d’électrons entre le biofilm et l’électrode. Les sept partenaires sont : le Centre Technique du 
Papier (Grenoble), le Laboratoire d’Ecologie des Forêts de Guyane (Université des Antilles et 
de la Guyane-CNRS-INRA-CIRAD-AgroParisTech, Cayenne), le Laboratoire d’Ecologie 
Microbienne de la Rhizosphère et d’Environnements d’Extrêmes (CEA-CNRS-Université Aix 
Marseille II, Cadarache), le Laboratoire de Chimie Agro-Industrielle (Université de Toulouse-
INRA, Toulouse), le Laboratoire d’Etude de la Corrosion Aqueuse (CEA Saclay), la start-up 
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PaxiTech SAS (Grenoble) et nous-mêmes le Laboratoire de Génie Chimique (LGC, CNRS-
Université de Toulouse). 
 
Les travaux de thèse qui font l’objet de ce manuscrit ont été effectués dans le cadre du projet 
"AgriElec". Les objectifs de cette étude portent sur l’optimisation d’anodes microbiennes 
formées à partir d’inocula issus du sol pour la conception de PACMs. Le travail de thèse a été 
construit sur la base de l’expérience acquise au LGC sur l’utilisation d’inocula issus de 
terreau de jardin.  
 
Le premier chapitre du manuscrit présente le contexte et une revue bibliographique sur les 
piles à combustible microbiennes. La première partie décrit les PACMs, leur définition, leur 
historique, leur mode de fonctionnement, les techniques de caractérisation. La deuxième 
partie présente diverses études d’optimisation des paramètres et des conditions opératoires des 
PACMs. Dans la dernière partie, l’accent est porté sur les perspectives idéales et actuelles des 
PACMs.  
 
Le chapitre II est consacré à la description des matériels et méthodes utilisés pour réaliser le 
travail expérimental : différents types d’électrodes, matériels, dispositifs et protocoles 
expérimentaux sont détaillés.  Enfin, les architectures des deux types de PACM sont 
détaillées. 
 
Le chapitre III expose un état de l’art des recherches qui avaient été effectuées au sein du 
LGC avant le démarrage de cette thèse et qui ont guidé certains choix expérimentaux. Les 
objectifs du travail de thèse sont énoncés et la dernière partie présente quelques 
expérimentations préliminaires qui ont permis de fixer divers paramètres opératoires.  
 
Les chapitres suivants regroupent les résultats obtenus au cours des 32 mois de travail. Ils 
s’appuient sur 4 articles scientifiques (2 publiés, 2 soumis) et un brevet d’invention déposé en 
janvier 2012 : 
• "Ultra-microelectrodes increase the current density provided by electroactive biofilms 
by improving their electron transport ability", publié dans le journal "Energey & 
Environmental Science" 
• "Forming microbial anodes under delayed polarisation modifies the electron transfer 
network and decreases the polarisation time required", publié dans le journal 
"Bioresource Technology" 
• "First steps towards a well-tempered strategy for building microbial anodes for 
microbial fuel cells", soumis pour publication dans le journal "Energey & 
Environmental Science" 
• "Stainless steel is a promising electrode material for designing anodes for microbial fuel 
cells", soumis pour publication dans le journal "Energey & Environmental Science" 





Le chapitre IV présente une tentative originale qui a consisté à former des biofilms 
électroactifs sur des ultra-microélectrodes.  
 
La formation de biofilms par une nouvelle stratégie, dite polarisation retardée, est décrite dans 
le chapitre V.  
 
Le chapitre VI décrit l’exploration des divers matériaux d’anode, avec une comparaison entre 
l’acier inoxydable, le tissu de carbone et le graphite.  
 
Le chapitre VII porte sur l’optimisation du milieu réactionnel dans le compartiment anodique 
afin d’augmenter la durée de vie des anodes. 
 
Le chapitre VIII est constitué de deux parties. La première concerne le développement d’une 
stratégie raisonnée pour la formation de biofilms EA suivi de leur mise en œuvre dans des 
PACMs utilisant des cathodes à air. La deuxième partie est focalisée sur la mise en place d’un 
prototype de PACM. 
  
Le travail présenté dans ce manuscrit a également donné lieu à 2 communications orales dans 
des congrès internationaux : 
• “XXI International Symposium on Biolectrochemistry”, 10 mai 2011, Cracovie, 
Pologne 
• “3th International Microbial Fuel Cell Conference”, 7 juin 2011, Leewarden, Pays-Bas 
2 communications orales dans un congrès national et un séminaire régional: 
• “Les Biofilms au service des Biotechnologies”, 24 janvier 2012, Narbonne, France  
• “Journée d’Electrochimie de Toulouse”, 21 juillet 2010, Toulouse, France. 
ainsi que des communications semestrielles dans le cadre des réunions générales du projet 
AgriElec.  
 
Le prototype de PACM  a été présenté lors de plusieurs manifestations: 
• Journées Portes Ouverte au Centre CEA de Saclay, 15-16 octobre, Saclay 
• Midinnov-Rencontre des Acteurs de l’Innovation, 31 janvier, Toulouse 
• Colloque ANR "Quelle recherche pour les Energies du Futur?", 12-13 janvier, Lyon. 
 
























































Les énergies renouvelables sont les sources d’énergie capables de se renouveler assez 
rapidement pour être considérées comme inépuisables à l’échelle de temps humaine. 
L’énergie hydraulique, l’énergie éolienne, l’énergie géothermique, l’énergie solaire, la 
combustion du bois sont les exemples d’énergies renouvelables les plus connues.  
 
L’intermittence de certaines sources d’énergies renouvelables, par exemple les énergies 
éoliennes, solaires, marémotrices, a fait émerger le problème du stockage de l’énergie. 
L’hydrogène apparait comme l’un des moyens de stockage et de transport de l’énergie sous 
forme chimique. Dans ce cadre, les piles à combustible qui permettent la transformation 
directe de l’énergie chimique du dihydrogène en énergie électrique, seraient les alliés 
indispensables à l’émergence de ce nouveau vecteur énergétique. Les piles à combustible 
permettent également la production d’énergie électrique à partir d’autres combustibles, les 
technologies à haute température sont par exemple très avancées.   
 
La commercialisation des piles à combustible se généralise de plus en plus au plan mondial. 
Selon un rapport de Greentech Media réalisé en 2011, on estime qu’en 2010 les revenus de 
l'industrie des piles à combustible ont dépassé un chiffre d’affaire de 750 millions de 
dollars au niveau du marché mondial. On estime à 140000, le nombre de piles à 
combustible fabriquées dans le monde en 2010, alors qu’elle n’était que de 11000 en 2007. 
D’un point de vue technologique, les piles à combustible sont des générateurs 
électrochimiques d’énergie permettant de transformer directement l’énergie chimique d’un 
combustible (hydrogène, hydrocarbures, alcools, etc.) en énergie électrique. Elles présentent 
de nombreux avantages:  
• de très bons rendements énergétiques, généralement supérieure à 50% en fonction du 
type de pile à combustible 
• très peu ou pas polluantes selon le combustible utilisé. Par exemple, de la production à 
la consommation, la pollution émise lors de l'utilisation de méthanol dans une pile à 
combustible est de 97% moins importante que si l’on emploie un carburant tel que 
l'essence 
• silencieuses  
• compactes, des prototypes de piles à combustible pour téléphone, portables et 
ordinateurs portables doivent faire leur apparition sur le marché 
• elles peuvent fonctionner à basse température (≈20-80oC) et demandent dans ce cas 
peu d'entretien.  
 
Par contre, elles ont aussi encore quelques inconvénients: 
• la nécessité de combustibles relativement purs, surtout pour les piles à hydrogène à 
basse température dont le catalyseur platine est très sensible aux impuretés  
• le coût, surtout pour les piles à hydrogène utilisant le platine comme catalyseur  
• la durée de vie encore relativement limitée. Aujourd'hui, la durée de vie d’une pile à 
combustible à membrane d’échange de protons (PEMFC) n'est que de quelques 
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milliers d'heures. Pour aborder une commercialisation massive les piles à combustible 
devraient atteindre une durée de vie de 20 000 à 40 000 heures (entre 2 et 5 ans).  
 
 
2. Pile à combustible microbienne (PACM) 
 
Par la suite nous entendrons dans ce manuscrit par « pile à combustible conventionnelle » les 
piles à hydrogène de type « Proton exchange membrane fuel cell (PEMFC) » dont le 
fonctionnement est le plus proche des piles à combustible microbiennes.  
 
2.1 Principe de la PACM 
 
Afin de remplacer le catalyseur onéreux qu’est le platine dans les piles à combustible 
conventionnelles, depuis 2002 de nombreuses recherches se tournent vers les piles à 
combustible microbienne (PACMs). Les piles à combustible microbienne (PACMs) 
convertissent l’énergie chimique issue de l’oxydation de combustibles organiques directement 
en énergie électrique. Cette oxydation est catalysée par des bactéries adhérées sur la surface 
de l’anode et ce concept est appelé "catalyse électro-microbienne". En effet, les bactéries 
adhèrent sur l’électrode et forment des films qui catalysent le transfert des électrons du 
combustible vers l’anode, appelés dans ce cas « biofilms électro-actifs (EA) ». Une pile à 
combustible microbienne (Fig. 1) fonctionne sur un principe très semblable à celui d’une pile 




Figure 1. Schéma de fonctionnement d’une pile à combustible microbienne. 
 
La PACM (A) comporte un réacteur biologique dans lequel est disposée l’anode dite 
microbienne (B) (également appelée bioanode ou anode biologique) sur laquelle est adhéré le 
biofilm EA. Dans le compartiment anodique se trouve la solution électrolytique qui contient 
les micro-organismes EA ainsi que le combustible (substrat pur ou matière organique). Le 
compartiment cathodique contient la cathode (C) (biotique ou abiotique) et une solution 
électrolytique identique ou différente à celle du compartiment anodique. Les deux 
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compartiments (anodique et cathodique) sont séparés par un séparateur, une membrane 
échangeuse d’ions par exemple, (souvent de façon discutable, une membrane échangeuse de 
protons). L’anode et la cathode sont reliées par un circuit électrique externe représenté par une 
résistance électrique.  
 
Prenons l’exemple d’une pile oxydant l’acétate comme combustible et équipée d’une cathode 
à air abiotique qui assure la réduction de l’oxygène. Les réactions électrochimiques qui ont 
lieu du coté anodique et cathodique sont les suivantes : 
 
Anode:             CH3COO
- + 4H2O                          2HCO3
-
  +  9H
+ + 8e-  
Cathode:                  O2 + 4H
+ +4e-                                     2H2O                     
            Bilan                    CH3COO
- + 2O2                                    2HCO3
- + H+     
 
 
2.1.1 Intérêt de la technologie et avantages 
  
Les piles microbiennes présentent des avantages majeurs, notamment  
1) la possibilité d’exploiter des déchets non-valorisés s’ils sont riches en micro-organismes 
tels que les effluents industriels, les effluents urbains, les déchets agricoles et des industries 
agro-alimentaires, les eaux usées domestiques, les sédiments marins, etc.  
2) Le biofilm EA catalyseur est capable de se régénérer naturellement grâce aux constituants 
du milieu et peut ainsi être stable pendant de longues durées, plusieurs mois, voire quelques 
années.  
3) La production d’énergie électrique dans des conditions indépendantes des rythmes 
diurne/nocturne contrairement par exemple à l’énergie éolienne ou solaire.  
 
2.2.2 Quelques données historiques 
 
Le concept de production d’énergie par des bactéries a été lancé au cours du  20ème siècle. La 
première pile microbienne a été présentée par le botaniste Michael Cresse Potter en 1910 (Fig. 
2). Il semble avoir réussi à produire de l’électricité grâce à des électrodes en platine trempées 
dans une suspension d’E. coli et de Saccharomyces (Potter, 1911). 
 
 
Figure 2. Evolution chronologique du développement de PACMs. 
 
En 1931 Barnet Cohen a repris l’idée de Potter en connectant plusieurs piles microbiennes en 
séries pour augmenter la tension totale des piles microbiennes (Cohen, 1931). En 1963 
Rohrback et al. ont créé une pile microbienne en utilisant un micro-organisme anaérobie : 
micro-organismes 
micro-organismes 
Chapitre I: Bibliographie 
 
 23 
Clostridium butyricum. Peter Bennetto a ensuite augmenté la tension (0,7 V) en ajoutant un 
médiateur électrochimique (phénotiazine) pour favoriser le transfert d’électrons entre les 
micro-organismes et les électrodes (Benetto, 1981) (traité dans le paragraphe 2.2.2). Il fut le 
premier a avoir évoqué l’architecture d’une pile microbienne composée d’une cathode et 
d’une anode séparées par une membrane échangeuse d’ions (Benetto, 1981). Le 
développement des PACMs a définitivement franchi un palier en 2002, lorsqu’aux Etats-Unis 
a été découvert le concept de catalyse électro-microbienne par des biofilms (traité dans le 
paragraphe 2.2.2), qui a révolutionné le domaine des PACMs (2 publications aux Etats-Unis). 
Notons que le transfert direct entre bactéries planctoniques et électrode avait été démontré 
précédemment par des chercheurs de Corée (Kim et al., 1999). En parallèle, en Europe, un 
partenariat entre le CNR centre de Gênes (Italie), le CEA de Saclay et le LGC avait également 
démontré en 2002 la possibilité de catalyser des réactions de pile, côté cathode cette fois, par 
un biofilm microbien (un brevet français CNRS-CEA). 
 
2.2.3 Evolution des études scientifiques sur les PACMs dans le monde  
 
L’année 2002 a conduit à une renaissance de la technologie de PACM. La mise en évidence 
du transfert direct d’électrons s’est accompagnée d’un regain d’intérêt pour la technologie 
surtout parce que cette découverte a permis de "booster" les performances. Le nombre de 
publications scientifiques augmente maintenant chaque année (Fig. 3). En 2011, 504 articles 
scientifiques ont été publiés par rapport aux 13 articles scientifiques en 2000. Il faut noter que 
cette production scientifique qui augmente exponentiellement depuis 2002 est un signe fort du 
nouvel engouement pour la PACM. 
 
 
Figure 3. Evolution du nombre d’articles scientifiques sur les PACMs.  
Données issues de Web of Knowledge (http://apps.webofknowledge.com). 
 
Il est intéressant de voir que ce nouvel intérêt pour les PACMs est partagé au niveau mondial. 
Même si les équipes américaines et chinoises sont les plus actives, on voit apparaître de 
nouvelles recherches sur le PACM dans la plupart des pays (Fig. 4).   
 




Figure 4. Pays travaillant sur les PACMs jusqu’au début de l’année 2012.  
Données issues de Web of Knowledge (http://apps.webofknowledge.com). 
 
Dans le top 10 de pays qui publient dans le domaine de PACMs, aux cotés des Etats-Unis et 
de la Chine se retrouvent d’autres pays comme la Corée du Sud, l’Angleterre, l’Inde, le Japon, 
l’Allemagne, la Belgique, la France et les Pays-Bas. Le nombre total de publications depuis 
2000 varie d’un pays à l’autre, allant par exemple de 59 publications en Australie et en 
France, 90 au Japon, 107 en Angleterre, 158 au Corées du Sud, 382 en Chine ou 722 aux 
Etats-Unis.  
 
2.2 Catalyseurs: Biofilms électro-actifs (EA) 
 
2.2.1 Notions de biofilms  
 
Un biofilm est constitué de micro-organismes adhérés sur une surface ou regroupés à une 
interface au sein d’une matrice constituée de polymères qu’ils produisent. La formation de 
biofilms constitue la méthode ubiquitaire de colonisation des surfaces par les micro-




Figure 5. Biofilm de (A) Geobacter sulfurreducens,  
(B) Staphylococcus aureus et  (C) Salmonella  
(www. geobacter.org, www.hypertextbookshop.com, www. sciencephoto.com). 
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La formation d’un biofilm se déroule en cinq étapes (Fig. 6). 
 
Figure 6. Etapes de formation d’un biofilm biologique (Monroe, 2007). 
 
1) Adhésion réversible des micro-organismes à la surface 
La formation d'un biofilm commence par l'attachement de quelques micro-organismes à la 
surface principalement par des liaisons non covalentes. Les liaisons étant fragiles, c’est une 
adhésion réversible. Les micro-organismes peuvent se détacher de la surface et se retrouver à 
l’état planctonique (Costerton et al., 1978). 
 
2) Adhésion irréversible et production d’exopolymères extracellulaires 
Si les micro-organismes  ne sont pas immédiatement séparés de la surface, ils se fixent de 
façon permanente en sécrétant des polymères extracellulaires1 qui jouent un rôle de "colle". . 
Les polysaccharides sont considérés comme leur principale composante, mais des protéines, 
des acides nucléiques et des (phospho)lipides ont également été recensés (Geesey, 1982). 
Dans ce cas, des interactions fortes et pérennes s’établissent entre la bactérie et la surface 
(McBride, 2001; Gavin et al., 2003).  
 
3) Formation de micro-colonies  
Après leur adhésion irréversible, les micro-organismes se divisent et forment des micro-
colonies (Parsek and Greenberg, 2000). Les micro-colonies grandissent et forment ensuite des 
films continus (Suci et al., 1994). 
 
4) Croissance du biofilm  
Les biofilms continuent leur croissance en développant des structures tridimensionnelles 
complexes (Sauer et al., 2002). Les exopolymères constituent généralement entre 75 et 95% 
du poids sec du biofilm. L’épaisseur et la structure du biofilm dépendent de nombreux 
paramètres comme la disponibilité en oxygène et en nutriments mais aussi du régime 
hydrodynamique (Klausen et al., 2006). La croissance du biofilm peut amener la formation 
des micro-canaux qui permettent la circulation de l’oxygène dissous, des substrats, des 
micronutriments et l’élimination des produits issus des métabolismes microbiens (Costerton et 
al., 1999). La structuration des biofilms est souvent contrôlée par des phénomènes de Quorum 
sensing. Le quorum sensing est la capacité des bactéries à communiquer et à coordonner  
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Tableau 1. Aspects positifs et négatifs des biofilms. 
Aspects positifs 
Domaine Mécanisme Exemple Référence 
Agro-alimentaire Acidification Affinage du fromage (Asteri et al., 2010) 
Traitement des effluents et 
de l’eau potable 
Dégradation des polluants Maintient de la qualité d’eau (Fuchs et al., 1996) 
Sol 
Recyclage des nutriments, amélioration de la 
production de l’oxygène, fixation de l’azote et du 
carbone 
Maintient de l’écologie du sol (Banwart et al., 2007) 
Génie chimique Immobilisation des cellules 
Amélioration de la production et stabilisation de 
la fermentation 




Formation des biofilms sur l’équipement industriel et 
dans les zones peu accessibles au nettoyage 
Contaminations dans les secteurs de l’industrie de 
la viande, l’industrie laitière, la fabrication des 
boissons et de l’alcool etc provoquées par les 
bactéries pathogènes (Legionella, E. coli, 
Bacillus, Salmonella, Listeria, etc.) 
Van Houdt and 
Michiels, 2010, Bai 
and Rai, 2011 
Médecine 
Formation de la plaque dentaire; Formation du biofilm 
sur les prothèses, implants, cathéters etc 
Caries, infections bactériennes Costerton et al., 1999 
Eau 
Colonisation des réseaux d’eau potable et des 
installations de climatisation 
Maladies respiratoires; Diminution de la vitesse 
d’eau dans le réseau, obstruction des tuyaux et 
augmentation de l’utilisation de l’énergie  
(Percival, 1998) 
Industrie Catalyse des réactions chimiques 
Corrosion des métaux dans les équipements 
industriels et milieux naturels 
(Mittelman, 1998) 
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certains de leur comportement en fonction de leur nombre en utilisant des molécules de 
signalisation.  
 
5) Dispersion du biofilm 
Induit par le vieillissement du biofilm ou certains stress, tels que des perturbations chimiques 
ou physiques, des carences en oxygène et/ou nutriments, les bactéries peuvent se détacher du 
biofilm. Ces micro-organismes retournent à l’état planctonique et peuvent ainsi aller coloniser 
de nouvelles surfaces (Sauer et al., 2002; Sauer et al., 2004).  
 
Aspects positifs et négatifs 
Les biofilms sont présents partout dans l’environnement. Par exemple, ils se forment sur les 
matériaux naturels (roches, sables...) ou industriels (bétons, métaux, plastiques...) exposés aux 
eaux de rivières, de mer ou à toute atmosphère humide où l’activité de l’eau est importante. 
Ils colonisent aussi les tissus vivants (tissus humains, racines et feuilles des végétaux, etc.). 
On peut classer le rôle des biofilms suivant qu’ils sont bénéfiques pour l’activité de l’homme 
(aspect positif) ou au contraire néfastes (aspect négatif). Des exemples de cette classification 
sont donnés dans le tableau 1.  
 
2.2.2 Biofilms électro-actifs (EA) 
 
Dans une PACM c’est un biofilm électro-actif (EA) qui joue le rôle de catalyseur de la 
réaction d’oxydation du combustible organique sur l’anode. Il est un des éléments clé du bon 
fonctionnement d’une PACM. Dans les biofilms EA, les micro-organismes (en particulier les 
bactéries) sont capables d’échanger des électrons avec l’anode via différents mécanismes. La 
bibliographie distingue en général des mécanismes de transfert indirect et des mécanismes de 
transfert direct. 
 
Mécanismes de transfert indirect  
Le transfert indirect d’électrons entre un micro-organisme et la surface d’une électrode peut 
avoir lieu via des médiateurs électrochimiques (exogènes ou endogènes) (Fig. 7) ou par 
l’intermédiaire d’un produit issu du métabolisme bactérien qui s’oxyde sur la surface de 
l’électrode. Dans ce dernier cas les micro-organismes produisent le  combustible de la pile 
mais n’interviennent pas directement dans la catalyse du transfert électronique. 
 
Figure 7. Schéma du mécanisme indirect de transfert d’électrons mettant en jeu  
un médiateur électrochimique (Lovley, 2006). 
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1) Transfert indirect d’électrons par les médiateurs produits par les micro-organismes 
De nombreuses bactéries comme Shewanella oneidensis, Pseudomonas alcaliphila, 
Pseudomonas aeruginosa etc sont capables de produire leur(s) propre(s) médiateur(s). Par 
exemple les médiateurs endogènes produits par Pseudomonas aeruginosa sont la pyocyanine 
et la phénazine. La pyocyanine est un pigment bleu-vert qui a été identifié comme le 
responsable de l’activité électrochimique de P. aeruginosa (Rabaey et al., 2004; Schaetzle et 
al., 2008) mais des analyses HPLC ont confirmé que P. aeruginosa produit simultanément les 
deux pigments en conditions aérobies. Il a été démontré que la production des pigments 
augmente la puissance fournie par une pile microbienne mettant en jeu un biofilm de P. 
aeruginosa à l’anode. Une PACM utilisant un biofilm de P. aeruginosa KRP1 qui produisait 
le médiateur pyocyanine a généré 6 fois plus de puissance qu’une PACM exploitant une 
souche mutante de P. aeruginosa KRP1 incapable de produire ce médiateur dans des 
conditions identiques (Rabaey et al., 2005a). Shewanella putrefaciens produit également ses 
propres médiateurs, des quinones (Newman and Kolter, 2000) (Park and Zeikus, 2002; 
Schaetzle et al., 2008). La production du médiateur de type quinone ACNQ (2-amino-3-
dicarboxy-1,4-naphtaquinone) par S. putrefaciens a presque doublé la densité de puissance 
délivrée par une PACM par rapport à une PACM sans le médiateur (Freguia et al., 2010b). 
 
2) Transfert indirect d’électrons par les médiateurs électrochimiques artificiels 
Les médiateurs électrochimiques artificiels sont plutôt des molécules synthétiques ajoutées 
dans les cultures microbiennes. Escherichia coli (Park and Zeikus, 2000), Proteus vulgaris 
(Kim et al., 2000a), Actinobacillus succinogenes (Park and Zeikus, 2000), Erwinia dissolvens, 
Pseudomonas spp. et Bacillus spp. etc (Shukla et al., 2004) sont des micro-organismes 
incapables d’échanger les électrons avec une électrode. Les médiateurs artificiels les plus 
utilisés sont le rouge neutre (Park and Zeikus, 2000), la thionine (Shukla et al., 2004), le 
chélate de fer (Lovley, 2006), les dérivés de la quinone (Newman and Kolter, 2000), la 
phénazine (Rabaey et al., 2005a), la phénoxazine et la phénothiazine (Lovley, 2006). Ces 
médiateurs électrochimiques sont capables de traverser les membranes cellulaires (Watanabe 
et al., 2009). A l’intérieur de la cellule ils acceptent les électrons d’un ou de plusieurs 
transporteurs d’électrons, puis sortent de la cellule sous leur forme réduite. A l’extérieur de la 
cellule, ils diffusent vers l’anode sur laquelle ils s’oxydent, transférant ainsi les électrons de 
l’intérieur de la cellule vers l’électrode (Lovley, 2006).  
 
L’utilisation des médiateurs artificiels a plusieurs inconvénients : 
- certains médiateurs (méthyl viologène, thionine) sont toxiques et présentent un risque pour 
l’environnement (Schroder, 2007)     
 - dans le cas d’une alimentation continue, un apport important de médiateurs artificiels peut 
être nécessaire, ce qui augmenterait le coût de fonctionnement de la PACM (Shukla et al., 
2004; Lovley, 2006) 
-  certains médiateurs pourraient avoir un effet inhibiteur sur la croissance des micro-
organismes.   
Le tableau 2 fait état des médiateurs artificiels utilisés dans les PACMs ainsi que des 
performances obtenues. 
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Substrat Anode Tension de la PACM 
Densité de puissance de 







0,4 (450 Ω) 700 (Ho et al., 2011) 
Escherichia coli Thionine Glucose Feutre de 
carbone 
0,3 (340 Ω) 
600 (Ho et al., 2011) 
Proteus vulgaris Thionine Glucose Carbone 
vitreux 
0,5 (1000 Ω) 0,176 · 10-3 mW 
(Kim et al., 
2000b) 












0,711 (1000 Ω) 640 
(Babanova et al., 
2011) 
Haloferax volcanii 
(archaea) Rouge neutre - 
Papier de 
carbone 
0,071 (10 kΩ) 510 
(Abrevaya et al., 
2011) 
Natrialba magadii 
(archaea) Rouge neutre - 
Papier de 
carbone 
0,023 (10 kΩ) 54 
(Abrevaya et al., 
2011) 
Saccharomyces 
cerevisiae Rouge neutre Glucose 
Plaque de 
graphite 










0,25 (1 kΩ) 1.4 
(Rahimnejad et 
al., 2011b) 
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3) Transfert indirect d’électrons par l’oxydation d’un produit issu du métabolisme bactérien 
Depuis 1910, Potter et al. ont évoqué la production d’électricité par les micro-organismes et 
les levures impliqués dans la fermentation (Potter, 1911). Les produits issus de la 
fermentation bactérienne peuvent être divers : hydrogène, alcools, l’ammoniac, des sulfures, 
etc. Certains d’entre eux peuvent fonctionner comme combustible et s’oxyder directement à la 
surface d’une anode. Par exemple, Clostrium beijerinckii (Niessen et al., 2004b), Clostridium 
butyricum (Niessen et al., 2004b) et E. coli (Niessen et al., 2004a) produisent de l’hydrogène 
qui est ensuite oxydé à la surface de l’anode d’une PACM (Niessen et al., 2006) (Fig. 8). Ici, 
on se rapproche de la technologie d’une pile à combustible classique avec une génération 
directe du combustible au voisinage de l’anode.   
 
 
Figure 8. Schéma du mécanisme indirect de transfert d’électrons par l’oxydation d’un produit 
du métabolisme bactérien. 
 
Transfert direct  
L’année 2002 fut une année révolutionnaire dans le domaine de PACMs. Cette année là, 
l’Université du Massachusetts (équipe de D. Lovley) mettait en évidence que certains micro-
organismes étaient capables d’échanger directement des électrons avec une électrode. En fait, 
Kim et al. 1999 avait déjà fait cette démonstration avec des bactéries planctoniques sans que 
leur article ait eu le même impact (Kim et al., 1999). Ce transfert direct d’électrons entre la 
bactérie et l’électrode se fait par contact direct entre la membrane externe de la bactérie et la 
surface de l’anode (Bond et al., 2002; Leang et al., 2003) (Fig. 9A). L’échange d’électrons est 
assuré par des protéines membranaires, les cytochromes de type c. Le mécanisme de transfert 
direct via les cytochromes a été clairement démontré chez G. sulfurreducens grâce à des 
expériences réalisées avec des mutants où le gène codant pour les cytochromes c a été délété 
ou au contraire surexprimé (Fig. 9B) (Lovley, 2006).  
 
Geobacter sulfurreducens est devenu le micro-organisme modèle pour étudier le mécanisme 
de transfert direct via les cytochromes c. Son génome est parfaitement connu et certaines 
équipes américaines ont beaucoup d’expérience sur son métabolisme grâce à des études plus 
anciennes en biorémédiation (équipe de D. Lovley). 
 
 




Figure 9. Représentation des mécanismes de (A) transfert d’électrons direct via   
les cytochromes, (B) voie potentielle pour le transfert d’électrons  
via les cytochromes chez G. sulfurreducens  
(MQH2: ménaquinol, MQ: ménaquinone; Du et al., 2007). 
 
Hormis G. sulfurreducens, d’autres souches bactériennes ont la capacité de transférer des 
électrons directement sur des électrodes, c’est le cas de Geobacter mettalireducens (Bond et 
al., 2002), Desulfuromonas acetoxidans (Bond et al., 2002), Desulfobulbus propionicus 
(Holmes et al., 2004a), Shewanella loihica (Jain et al.), Shewanella oneidensis (Ringeisen et 
al., 2006), Rhodoferax ferrireducens (Liu et al., 2007). Les détails quant aux études réalisées 
avec ces micro-organismes sont regroupés dans le tableau 3. 
 
Plus récemment, en 2005, un nouveau mécanisme de transfert direct a été décrit. Ce nouveau 
type de transfert aurait lieu via des connexions conductrices extracellulaires appelées "Pili 
conducteurs" ou encore en anglais "Nanowires" (Fig. 10) (Reguera et al., 2005). 
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Tableau 3. Tableau récapitulatif des principales études mettant en jeu le transfert direct d’électrons. 
Micro-organismes Substrat Anode 
Potentiel appliqué en 
chronoampérométrie 
(CA), V vs. Ag/AgCl 
Tension de la 
PACM, V 
J enregistré lors 
de la CA, mA/m2 
Densité de 
puissance/ courant 
de la PACM 
Référence 
Geobacter 
sulfurreducens KN400 Acétate Graphite -0,4 - - 16 mW/m
2 
(Strycharz 
et al., 2011) 
Shewanella  
oneidensis MR-1 Lactate Graphite - 0,71 (150 Ω) - 540 mW/m
2 
(Fitzgerald 
et al., 2012)  
Rhodoferax 
ferrireducens Glucose Graphite - 0,51 (510 Ω) - 15 mA/m
2 
(Liu et al., 
2007) 
Desulfuromonas 
acetoxidans Acétate Graphite - 0,115 (500 Ω)  132 mA/m
2 
(Bond et al., 
2002) 
Geobacter 
mettalireducens Benzoate Graphite +0,2 - 268 - 
(Bond et al., 
2002) 
Shewanella  
putrefaciens IR-1 Lactate Graphite - +0,5 (1000 Ω) - 0,64 mW/m
2 
(Kim et al., 
2002) 




+0,2 - 200  - 

























Figure 10. Représentation des mécanismes de transfert d’électrons direct via  les pili. 
 
Chez G. sulfurreducens, les pili sont des appendices conducteurs synthétisés par les bactéries. 
Ils sont riches en cytochromes (Logan, 2009) (Fig. 11A). Ils ont un diamètre moyen de 3-5 
nm et une longueur d’environ 10-20 µm. La conductivité électrique des pili a été prouvée par 
Reguera et al. qui ont réussi à établir une relation de type U=RI (loi d’Ohm) entre 2 nano-
électrodes positionnées en 2 points différents d’un pili (étude menée grâce à la microscopie à 
force atomique) (Reguera et al., 2005) (Fig. 11B). 
 
 
Figure 11. Cellules de Geobacter sulfurreducens exprimant les pili: (A) Image des pili prise avec 
la microscopie électronique à transmission, (B) Réponse ohmique du pili par la microscopie à 
force atomique (Reguera et al., 2005). 
 
Shewanella oneidensis est une autre bactérie connue pour son électro-activité. Le mécanisme 
de transfert direct via les pili a été découvert 2006 (Gorby et al., 2006). Les pili conducteurs 
chez S. oneidensis sont plus épais (diamètre de 50 à 150 nm) que les pili chez G. 
sulfurreducens (diamètre de 3 à 5 µm) (Fig. 12a). Gorby et al. suggèrent que les pili sont des 
faisceaux de filaments conducteurs (Fig. 12b) mais cette supposition reste à être démontrée 
(Lovley, 2008). Comme les pili chez G. sulfurreducens, les pili de S. oneidensis forment un 
réseau conducteur à l’intérieur du biofilm en se connectant aux autres bactéries (Fig. 12c) 










Figure 12. a) Image prise par microscopie électronique à balayage de  
S. oneidensis MR-1 montrant les pili qui connectent des cellules bactériennes entre elles,  
b) Image d’un seul pili de S. oneidensis MR-1 (diamètre 100 nm) montrant un faisceau de fils, 
 c) Une anode colonisée par S. oneidensis dans une PACM  
(Adapté d’après Logan and Regan, 2006 et Gorby et al., 2006). 
 
La figure 13 résume les mécanismes de transfert direct d’électrons  chez G. sulfurreducens. 
Dans le biofilm EA formé sur la surface de l’électrode, les bactéries sont entourées de 
cytochromes liés aux membranes ou retenus dans le biofilm et d’un réseau de pili. La 
concentration des cytochromes est supposée plus importante à l’interface électrode-biofilm. 
De même les protons qui sont produits par la réaction d’oxydation ont une concentration plus 
élevée dans les couches internes du biofilm. Les pili sont par contre distribués de façon 
uniforme dans le biofilm EA. Le transfert direct via les cytochromes de type c évoqué au 
début de cette section nécessite un contact direct (adhésion) de la cellule bactérienne avec la 
surface de l’anode. Seules les bactéries qui forment la première monocouche sur la surface de 
l’anode peuvent donc transférer des électrons suivant ce mécanismes (Franks and Nevin, 
2010). La longueur des pili est suffisante pour former un réseau conducteur à l’intérieur du 
biofilm EA en interconnectant les bactéries entre-elles et avec l’anode. Ainsi les bactéries les 
plus éloignées de la surface de l’électrode utilisent le réseau conducteur de pili pour transférer 
les électrons les plus éloignées de l’électrode au-travers du biofilm jusqu’à la surface de 
l’anode (Franks and Nevin, 2010) (Fig.13).  
 
 
Figure 13. Transfert d’électrons via les pili chez Geobacter sulfurreducens 
 (Franks and Nevin, 2010). 
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Dans les biofilms naturels multi-espèces ces transferts directs peuvent coexister avec les 
transferts indirects assurés par les médiateurs endogènes, mais les mesures de courant sur les 
anodes microbiennes formées à partir d’un inoculum complexe ne permettent pas de 
discriminer les différents mécanismes de transfert d’électrons.  
 
2.3 Sources de micro-organismes EA 
 
Les biofilms EA s’établissent sur la surface des électrodes à partir d’un inoculum simple, 
c’est-à-dire une culture pure mono-espèce ou à partir d’un inoculum complexe, c’est-à-dire un 
consortium multi-espèces. Il y a globalement 2 "écoles" vis-à-vis de l’utilisation des inocula 
dans les PACMs: 
1) Inoculation avec une culture pure pour travailler dans des conditions strictement 
contrôlées. L’objectif est souvent de comprendre, d’avancer sur la compréhension des 
mécanismes de transfert d’électrons et d’établir des relations entre la croissance microbienne 
et le courant électrique, d’effectuer un bilan des flux métaboliques (substrat/électrons).  
2) Inoculation avec une culture mixte. On s’approche ici des conditions réelles de mise 
en œuvre. Cette approche nécessite la mise en place de stratégies pour sélectionner les espèces 
bactériennes électro-actives au sein des consortia multi-espèces. L’objectif est d’établir à 
partir d’un consortium complexe, un biofilm EA multi-espèces capable de s’adapter à des 
contraintes environnementales et/ou nutritionnelles.    
 
2.3.1 Cultures pures 
 
Plusieurs souches pures sont capables de transférer des électrons à la surface d’une électrode 
(Tableau 4). Les souches ont été isolées à partir de biofilms EA multi-espèces ou ont été 
sélectionnées par criblage systématique de collections de micro-organismes. Elles servent 
maintenant de souches modèles pour comprendre les phénomènes de transfert électronique à 
l’interface bactérie/électrode. Dans la littérature on trouve des bactéries tels que Geobacter 
sulfurreducens, Geobacter mettalireducens, Rhodoferax ferrireducens, Desulfuromonas 
acetoxidans, Geothrix fermentans et Shewanella putrefaciens. Ces souches sont de plus en 
plus utilisées dans des PACMs ou dans des réacteurs électrochimiques. Quelques tests positifs 
ont été également effectués avec les bactéries  comme Aeromonas hydrophila (Pham et al., 
2003), Escherichia coli (Zhang et al., 2007) ou Clostridium butyricum (Park et al., 2001). Les 
études sur les représentants de la famille Firmicutes (Park et al., 2001) ou Acidobacteria 
(Bond and Lovley, 2005), les espèces Acidiphilium cryptum (Borole et al., 2008),  
Geopsychrobacter electrodiphilus (Holmes et al., 2004b), Rhodopseudomonas palutris (Xing 
et al., 2008) ainsi que les levures Saccharomyces cerevisiae (Walker and Walker, 2006) et 
Hansenula anomala (Prasad et al., 2007) n’ont pas été poursuivi car les densités de courant 
n’avaient atteint que quelques dizaines ou centaines de mA/m2.  
 
Actuellement, on cherche à surexprimer les gènes qui codent pour les cytochromes de type c 
et les pili ou ceux qui induisent la production des médiateurs ou à déléter les gènes qui codent 
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Tableau 4. Exemples de densités de courant et de densité de puissance obtenues avec différents microorganismes. Ces données ne sont pas 




J, mA/m2 P, mW/m2 Référence 
Aeromonas hydrophila Extrait de 
levure 
- 120 18 (Pham et al., 2003) 
Geobacter mettalireducens Acétate Papier de carbone 266 40 (Min et al., 2005b) 
Geobacter sulfurreducens KN400 Acétate Graphite 7600 3900 (Yi et al., 2009) 
Rhodoferax ferrireducens Glucose Feutre de graphite 31 - (Chaudhuri and Lovley, 2003) 
Shewanella putrefaciens Lactate Feutre de graphite 8 - (Park and Zeikus, 2002) 
Desulfuromonas acetoxidans Acétate Graphite 125  14 (Bond et al., 2002) 
Escherichia coli Glucose Graphite - 760 (Zhang et al., 2007) 
Clostridium butyricum Glucose Feutre de graphite 88 - (Park et al., 2001) 
Geothrix fermentans Acétate Graphite 97 - (Bond and Lovley, 2005) 
Desulfobulbus propionicus Pyruvate Graphite 28 - (Holmes et al., 2004a) 
Geopsychrobacter 
electrodophilus Acétate Graphite 3 - (Holmes et al., 2004b) 
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certains cytochromes et ceux qui défavorisent le transfert d’électrons. Par exemple, l’équipe 
de Lovley a réussi à surexprimer le gène codant pour le cytochrome de type c (OmcZ). Ainsi 
l’espèce mutante de G. sulfurreducens a fourni 14 fois plus de courant par rapport à l’espèce 
initiale (Nevin et al., 2009).  
 
2.3.2 Inocula complexes 
 
Les biofilms EA multi-espèces sont obtenus à partir d’inocula complexes souvent collectés 
dans des environnements naturels ou industriels riches en micro-organismes. Le tableau 5 
regroupe une partie des inocula complexes naturels recensés dans la littérature sur les PACMs 
ainsi que les performances correspondantes. Les inocula complexes utilisés dans les PACMs 
incluent les eaux usées, les sédiments marins, les effluents urbains, le lixiviat de terreau, les 
boues, le  sol… Des densités élevées de puissance jusqu’à 5 W/m2 ont été obtenues avec les 
sédiments marins (Erable et al., 2009a) ou avec les eaux usées domestiques (1,3 W/m2) (Liu 
et al., 2005b) 
 
2.3.3 Enrichissement  des biofilms en espèces électro-actives  
 
Plusieurs stratégies d’enrichissement des biofilms en espèces électro-actives sont décrites 
dans la bibliographie. Ces stratégies s’appliquent pour les inocula complexes et visent à 
favoriser le développement  des espèces électro-actives au sein du biofilm EA. On distingue 2 
stratégies principales d’enrichissement des biofilms en espèces EA.   
 
Acclimatation de l’inoculum  
Le principe de l’acclimatation d’un inoculum consiste à imposer des conditions physico-
chimiques qui vont favoriser la croissance des micro-organismes EA capables d’oxyder un 
substrat donné. Le but de l’acclimatation de l’inoculum est de favoriser l’électro-activité des 
micro-organismes présents dans l’inoculum.  
Parmi plusieurs, les méthodes d’acclimatation favorisant la sélection des espèces EA les plus 
reconnues sont: 
- l’ajout de vitamines, nutriments essentiels, substrats… 
- l’anaérobiose 
- l’élimination spécifique de groupes microbiens par des méthodes physiques (ultrason, 
températures…) ou par des méthodes chimiques (antibiotiques, fongicides…) 
- la modification chimique de l’inoculum (changement de la conductivité, pH…). 
 
La plus classique des acclimatations est celle qui consiste à adapter un consortium à 
l’oxydation d’un substrat donné. Par exemple, une simple acclimatation de boues domestiques 
avec  de l’acétate pendant 1 mois à 30oC peut conduire à multiplier par 4 les performances en 
termes d’électro-activité par rapport à l’inoculum non-acclimaté (Min and Logan, 2004). 
Quant à l’acclimatation en anaérobiose, les cultures de Shewanella oneidensis MR-1 en 
anaérobiose ont montré une efficacité de 30% plus élevée par rapport aux bactéries non mises 
en culture en anaérobiose (Cho and Ellington, 2007). Cercado et al. ont montré que la  
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Tableau 5. Exemples de densités de courant et densités de puissances obtenues avec divers inocula complexes naturels. Ces données ne sont pas 
comparables car les expériences ont été effectuées dans des PACMs avec des designs et conditions différents. 






Eaux usées domestiques Acétate Papier de carbone 4200 1330 (Liu et al., 2005b) 
Sédiments marins Acétate Graphite 1200 5000 (Erable et al., 2009a) 
Effluents urbains 
Eaux usées issues de la 
fabrication d’yaourt  
Feutre de graphite 231 54 
(Cercado-Quezada et al., 
2010a) 
Lixiviat de terreau Jus de pomme fermenté Feutre de graphite 404 92 
(Cercado-Quezada et al., 
2010a) 
Boues activées Acétate Tissu de carbone 2000 550 (Nam et al., 2010) 
Eaux usées issues d’une usine 
de recyclage de papiers 
- 
Brosse de carbone traitée à 
l’ammoniac 
- 210 (Huang et al., 2009) 
Sol Acétate Tissu de carbone - 44 (Dunaj et al., 2012) 
Boues anaérobies 
Eaux usées contenant 
de l’amidon 
Graphite 602 120 (Kim et al., 2004) 
Boues anaérobies issues de 
l’industrie de brasserie 
Sucrose Carbone vitreux 1000 170 (He et al., 2005) 
Boues  prélevées d’une station 
d’épuration 
Lactate Graphite 1750 790 (Park and Zeikus, 2003) 
Eaux usées de l’industrie 
porcine 
Acétate Papier de carbone 2200 261 (Min et al., 2005a) 
Eaux usées issues d’une 
distillerie 
- Plaques de graphite 354 124 
(Mohanakrishna et al., 
2010) 
Eaux usées issues de 
l’industrie chimique 
- Graphite 750 125 (Mohan et al., 2008) 
Eaux usées hospitalières Acétate Graphite - 48 (Rabaey et al., 2005b) 
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combinaison de plusieurs étapes d’acclimatation peut donner des résultats intéressants. 
L’acclimatation de l’inoculum avec un substrat en anaérobiose pendant 2 mois a donné une 
densité de puissance maximale de 54 mW/m2, ce qui était presque 2 fois plus qu’avec un 
inoculum non acclimaté (Cercado-Quezada, 2009). Récemment, le traitement de l’inoculum 
par ultrason pendant 5 minutes (40kHz) a multiplié les performances d’une PACM d’un 
facteur de 2,5 (More and Ghangrekar, 2010). 
 
Repiquage successifs des biofilms EA 
Le repiquage des biofilms est une technique qui consiste à récupérer un biofilm déjà 
développé sur un support solide. Le biofilm utilisé peut être un biofilm mature collecté dans la 
nature ou un biofilm EA déjà développé sur une électrode. Cette stratégie permet de 
restreindre la diversité microbienne en éliminant les bactéries non EA du biofilm et les 
bactéries non-attachées aux électrodes (bactéries planctoniques). 
 
1)  Repiquage d’un biofilm mature collecté dans la nature 
L’utilisation d’un biofilm déjà formé sur un support solide dans un environnement naturel a 
donné des résultats intéressants dans la littérature. Erable et al. ont utilisé un biofilm collecté 
sous un ponton flottant dans un port (Erable et al., 2009b). Ce biofilm sauvage, testé sous 
chronoampérométrie à -0,1 V vs. ECS sur une électrode en graphite et avec de l’acétate 
comme combustible, a permis d’atteindre une densité de puissance de 2,5 A/m2 alors que les 
inocula collectés dans les sédiments voisins donnaient des densités de courant inférieures à 1 
A/m2. 
 
2) Repiquage d’un biofilm EA 
La technique de repiquage des biofilms EA a été étudiée pour la première fois par Rabaey et 
al. en 2004. Dans ces travaux, il a amélioré d’un facteur 7 la densité de puissance débitée par 
une PACM au cours de 2 mois. La procédure a consisté en plusieurs opérations successives de 
repiquage du biofilm EA: le biofilm formé sur l’anode de la PACM a été gratté puis utilisé 
pour inoculer une nouvelle PACM (Rabaey et al., 2004). La densité de puissance de la 2ème 
pile a ainsi augmenté de 0,6 W/m2 à 4,31 W/m2 et le rendement faradique est passé de 4 à 
81%. Ces résultats peuvent être comparés avec la procédure proposée par Kim et al. en 2005. 
Dans ces travaux, des boues anaérobies issues d’une station d’épuration ont d’abord servi 
pour inoculer une PACM. La PACM a fourni 8 mW/m2 pendant 50 heures. Ensuite le biofilm 
a été gratté de la surface de l’anode et il a été ajouté comme inoculum dans une autre PACM 
ayant une électrode propre. Ce repiquage a entrainé une augmentation de la puissance jusqu’à 
40 mW/m2 et a doublé le rendement faradique (80%) (Kim et al., 2005).  
 
Isolement de bactéries EA par repiquage des biofilms 
Parfois, le repiquage des biofilms est une procédure qui peut aboutir à l’isolement des 
bactéries EA lorsque le biofilm multi-espèces est simplifié au point qu’il ne se compose plus 
que de quelques espèces différentes. Cette stratégie d’isolement des espèces électro-actives 
devient une technique de plus en plus recherchée dans le domaine des PACMs car elle permet 
de mettre à jour et d’identifier de nouvelles espèces EA. Une fois la diversité microbienne 
Chapitre I: Bibliographie 
 
 40 
réduite à quelques espèces majoritaires, le biofilm simplifié est étalé sur milieux de culture 
solides (boîte de Petri) pour récupérer des isolats purs. Par exemple, récemment Erable et al. 
ont isolé une nouvelle souche électro-active du genre Algoriphagus qui se caractérise par une 
forte pigmentation rouge. L’isolement a été initié par des réductions progressives de la 
diversité microbienne d’un biofilm marin formé en éliminant progressivement les micro-




Dans le cas d’un inoculum mixte, la nature du substrat (combustible) a une influence non 
seulement sur la composition de la communauté bactérienne du biofilm EA mais aussi sur les 
performances de la PACM (densités de puissance et rendements faradiques). Une grande 
variété de composés ont été testés comme combustibles de PACM, parmi lesquels on 
distingue: 
- les substrats simples  
- des substrats plus complexes  
- des substrats "atypiques". 
Un substrat simple est un substrat facilement assimilable par les bactéries comme une 
molécule organique à courte chaîne. Un substrat complexe est souvent une molécule de poids 
moléculaire plus important et plus difficilement oxydable par les bactéries qui doivent 
d’abord hydrolyser les liaisons grâces à des enzymes qu’elles produisent.  
 
Quel que soit le substrat, si sa composition chimique est connue, il est possible de calculer le 
nombre théorique d’électrons susceptibles d’être échangés avec une électrode. Par exemple, 
pour l’oxydation de l’acétate, 8 électrons sont mis en jeu par molécule de substrat:  
 
                                             CH3COO
- + 4H2O            2HCO3
- + 9H+ + 8e- 
 
Si le substrat est complètement oxydé jusqu’au stade CO2 et H2O, le courant électrique 
résultant sera plus élevé que si l’oxydation est incomplète et s’arrête au niveau d’un composé 
intermédiaire. Pour illustrer cette remarque, prenons l’exemple de Shewanella oneidensis qui 
est capable d’oxyder le lactate jusqu’au stade acétate mais dont le métabolisme ne peut 
prendre en charge l’acétate formé: 
 
                                         Lactate- + 2H2O           Acétate
- + HCO3
- + 5H+ + 4e- 
 
L’oxydation du lactate au stade de l’acétate conduit à la libération de 4 électrons, alors que 
potentiellement l’oxydation complète poussée jusqu’au stade CO2 et H2O s’accompagnerait 
de la libération de 12 électrons (Lanthier et al., 2008). Parmi les bactéries  qui peuvent oxyder 
presque complètement leur substrat organique et peuvent donc conduire à des rendements 
faradiques élevés, on trouve: Geothrix fermentans  (94 % de rendement faradique) (Bond and 
Lovley, 2005), Geobacter sulfurreducens (97% de rendement faradique en oxydant l’acétate) 
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(Bond and Lovley, 2003) et Rhodoferax ferrireducens (rendement faradique de 83%) 
(Chaudhuri and Lovley, 2003). 
 
Substrats simples 
Parmi les substrats simples les plus utilisés dans des PACMs on trouve l’acétate, l’éthanol, le 
lactate, le fumarate, les sucres simples (glucose, fructose…), etc. Une très bonne synthèse 
bibliographique de 2010 détaille tous les substrats mis en œuvre dans les PACMs (Pant et al., 
2010). Le tableau 6 est extrait de cette synthèse. Depuis peu, des efforts particuliers ont été 
portés sur les monosaccharides comme le mannose, l’arabinose, le xylose, le galactose et le 
fructose. Ces monosaccharides présentent un intérêt spécial dans le domaine de PACMs, car 
elles font partie des principales composantes de la biomasse lignocellulosique, comme les 
résidus agricoles ou forestiers. Les monosaccharides sont obtenues directement de la 
biomasse lignocellulosique suite aux traitements chimiques, thermiques, mécaniques, 
biochimiques etc. L’intérêt de la biomasse lignocellulosique réside dans son abondance et sa 
disponibilité dans la nature (Petrus and Noordermeer, 2006).  
 
Substrats complexes 
Les eaux usées (domestiques) sont largement étudiées comme substrats dans les PACMs. Les 
densités de courant sont variables en fonction de la nature et de la charge des eaux usées. Des 
valeurs de 600 mA/m2 à 2500 mA/m2 ont été obtenues avec des eaux usées domestiques et 
avec des eaux usées d’une usine de recyclage du papier respectivement (Tableau 6). L’amidon  
(Niessen et al., 2004b), la chitine (Rezaei et al., 2009) ou la canne de maïs (Wang et al., 
2009b) s’inscrivent aussi dans la liste des substrats complexes utilisés dans les PACMs. Par 
contre, il existe moins de bactéries capables d’utiliser ces substrats complexes comme  
combustibles dans les PACMs, surtout les polysaccharides comme l’amidon ou la cellulose. 
En effet, ce sont des sucres complexes c’est-à-dire des sucres simples reliés par des liaisons 
glycosidiques. Dans ce cas, les bactéries doivent d’abord produire des enzymes pour couper 
ces liaisons et produire des sucres simples qui sont ensuite assimilables par les bactéries. Par 
exemple, la cellulose testée dans une pile microbienne n’a généré qu’une faible densité de 
puissance (382 mW/m2) (Cheng et al., 2011a).  
 
Substrats "atypiques" 
Dans le domaine des piles microbiennes des essais avec les substrats atypiques tels que les 
protéines (Heilmann and Logan, 2006), les acides gras (Freguia et al., 2010a; Teng et al., 
2010), l’urine (Ieropoulos et al., 2012; Kuntke et al., 2012) et les sulfates (Tiwari et al., 2008) 
ont été réalisés. Par exemple, comme ordre de grandeur, une PACM utilisant comme substrat 
l’albumine bovine a fourni 354 mW/m2 (Heilmann and Logan, 2006) et une PACM utilisant 
l’urine a généré 8 mW/m2 (Ieropoulos et al., 2012). Les acides aminés (Logan et al., 2005) et 
le phénol (Luo et al., 2009) sont d’autres exemples de substrats atypiques (Tableau 6). 
Souvent, derrière l’utilisation de substrats atypiques dans les PACMs, on trouve un objectif de 
biodépollution (urine, ammonium sulfate…) ou de biorémédiation (phénol…). 
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Tableau 6. Différents substrats utilisés dans les piles microbiennes (PACMs) avec les performances obtenues (d’après Pant et al. 2010). 












Acétate 8 mM Eaux usées domestiques 38  - 368 (Sharma and Li, 2010) 
Arabitol 1220 mg/L Bactéries pré-acclimatées - 6800 - (Catal et al., 2008) 
Ethanol 8 mM Eaux usées domestiques 22  - 302 (Sharma and Li, 2010) 
Glucose 8 mM Eaux usées domestiques 19 - 401 (Sharma and Li, 2010) 
Lactate 18 mM Shewanella oneidensis MR-1 - 50 - Manohar and Mansfeld (2009) 
Sodium fumarate 25 mM Geobacter sulfurreducens - 2050 - (Dumas et al., 2008b) 
Substrats complexes 
Amidon 10 g/L Clostridium butyricum - 1300 - (Niessen et al., 2004b) 
Canne de maïs 1 g/L  Eaux usées domestiques - 1500 - (Zuo et al., 2006) 
Eaux usées de brasserie 2240 mg/L Eaux usées d’une brasserie - 2000 - (Feng et al., 2008) 
Eaux usées de chocolat 1459 mg/L  Boues activées - 3020 - (Patil et al., 2009) 
Eaux usées domestiques 600 mg/L Boues anaérobiques - 600 - (Wang et al., 2009a) 
Eaux usées d’aliments 1672 mg/L Boues anaérobiques - 500 - (Oh and Logan, 2005) 
Eaux usées de viandes 1420 mg/L Eaux usées domestiques - 1150 - (Heilmann and Logan, 2006) 
Eaux usées de recyclage  
de papier 
2,452 g/L Eaux usées de recyclage de papier - 2500 - (Huang and Logan, 2008) 
Substrats "atypiques" 
Cystéine 385 mg/L Sédiments - 186 - (Logan et al., 2005) 
Phénol 400 mg/L Boues activées  - 1000 - (Luo et al., 2009) 
Urine 25 mL/L Boues activées - 8 - (Ieropoulos et al., 2012) 
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3. Performances idéales et limitations 
 
La loi d’Ohm permet de calculer la tension U (V) aux bornes de la pile qui débite un courant I 
(A) au travers d’une résistance R (Ω): 
 
U=R x I 
 
La puissance P (W) de la pile est calculée comme: P=U x I. Souvent ces valeurs sont 
exprimées par rapport à la surface de l’anode ou de la cathode en termes de densité de 
puissance (W/cm2 ou W/m2). La charge Q (C) qui représente la quantité d’électricité passant 
aux bornes de la pile parcourue par un courant I (A) dans une unité de temps (s) est calculée 
comme: 
 
Q=∫I x dt 
 
Une PACM peut se retrouver dans trois états (Fig. 14). 
1) Circuit ouvert. En circuit ouvert la résistance tend vers l’infini (R=∞ Ω), le courant et 
la puissance délivrés sont nuls (I=0 mA, P=0 mW) et la différence de potentiel entre 
anode et cathode, encore appelée tension de la pile (U=Ecathode-Eanode) est maximale.   
2) Fonctionnement. La PACM débite un courant In. La tension de la pile peut être 
extraite des courbes intensité-potentiel (Fig. 14) en portant l’intensité In sur les 
caractéristiques de l’anode et de la cathode. Cette valeur peut être différente de la 
valeur mesurée suivant que les courbes intensité-potentiel intègrent ou pas la chute 
ohmique de la pile.  
3) Court circuit. La résistance est nulle (R=0 Ω), le courant est alors maximal mais la 
puissance est nulle car le potentiel de l’anode et de la cathode étant identiques la 




Figure 14. Courbes intensité-potentiel de l’anode et la cathode d’une PACM.  
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Les performances d’une pile à combustible, y compris une pile microbienne, sont 
classiquement évaluées en traçant une courbe de polarisation, obtenue en faisant débiter la 
pile dans des résistances de différentes valeurs. La courbe de polarisation représente la 
puissance de la pile en fonction du courant débité (Fig. 15). Elle a généralement une forme de 
cloche avec un maximum qui donne le point de fonctionnement optimal de la pile.  
 
 
Figure 15. Courbe de polarisation d’une pile à combustible. 
 
L’enjeu consiste à trouver le bon compromis entre un courant élevé et une tension de pile 
suffisamment élevée (P = U x I). Les performances d’une PACM dépendent étroitement du 
grand nombre de paramètres qui contrôlent les cinétiques de l’anode, de la cathode et la chute 
ohmique. Pour que les performances de la pile soient maximales il est nécessaire que la 
différence de potentiel entre la cathode et l’anode soit le plus élevée possible tout en 
conservant une valeur d’intensité élevée (Fig. 15). Pour cela il est indispensable que l’anode 
puisse fournir des courants élevés au potentiel le plus bas possible et que la cathode en fasse 
de même au potentiel le plus élevé possible. Prenons l’exemple de l’oxydation de l’acétate à 
l’anode (Thauer et al., 1977): 
 
        CH3COO
- + 4H2O→2HCO3
- + 9H+ + 8e- ,     Eo’CO2/Ac=-290 mV (à pH=7) 
 
couplé à la réduction de l’oxygène à la cathode: 
 
      O2 + 4H+ 4e
-→2H2O,           E
o’
O2/H2O=+818 mV (à pH=7) 
 
Dans ce contexte la tension maximale de la pile donnée par la thermodynamique est: 
 ∆Umax = Ecathode - Eanode =  818 + 290 = 1108 mV ≈ 1,1 V. 
 
Les performances réelles sont bien inférieures aux performances théoriques à cause 
d’irréversibilités qui éloignent les processus réels de l’équilibre thermodynamique. La 
différence de potentiel réelle générée par la pile est toujours inférieure à la tension théorique 
d’équilibre. L’équation suivante met en évidence les irréversibilités en termes de surtensions 
nécessaires pour les compenser : 
 
Upile=Ecathode -|ηact,c + ηconc,c| - Eanode -|ηact,a + ηconc,a| - ηohmique 
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où ηact,c et ηact,a sont les surtensions d’activation de la cathode et de l’anode, ηconc,c et ηconc,a les 
surtensions de concentration et ηohmique est la somme des chutes ohmiques.  
 
Surtensions d’activation 
La surtension d’activation est directement liée aux cinétiques des réactions électrochimiques 
sur chaque électrode. Du côté anodique, la limitation peut être due au transfert d’électrons du 
cytochrome ou du médiateur électrochimique vers l’électrode. Les surtensions d’activation 
peuvent être réduites en améliorant les propriétés catalytiques du biofilm EA. 
 
Surtensions de concentration 
La surtension de concentration est due au gradient de concentration de l’espèce redox réactive 
à la surface de l’électrode. Il est difficile de détecter un tel gradient au sein du biofilm et cette 
catégorie de surtension n’est généralement pas évoquée dans l’analyse PACM.  
 
Chutes ohmiques 
Les pertes ohmiques apparaissent à cause de la résistance au transport ionique entre l’anode et 
la cathode. Elles peuvent devenir importantes si les électrolytes ont une faible conductivité 
ionique ou si le séparateur est trop résistif. Les chutes ohmiques suivent la loi d’Ohm: 
 
ηohmique=I x R 
 
Elles peuvent être réduites en réduisant la distance entre les deux électrodes, en éliminant la le 
séparateur, en augmentant la conductivité ionique de la solution c’est-à-dire en augmentant la 
concentration en ions. Dans ce dernier cas, l’ajout de sels (KCl, NaCl) est souvent 
conditionné par la faible tolérance des micro-organismes.  
 
Les surtensions d’activation et les chutes ohmiques entrainent une diminution de la tension de 
la pile microbienne qui peut aller de quelques dizaines à quelques centaines de mV. 
 
 
4. Voies d’optimisation de la PACM 
 
Pour augmenter les performances des piles microbiennes, les pertes décrites ci-dessus doivent 
être minimisées. Différentes voies d’améliorations peuvent être effectués du coté anodique, 
cathodique, sur l’architecture et sur les conditions opératoires de la PACM.  
 
4.1 Compartiment anodique 
 
Optimiser les performances dans le compartiment anodique peut être réalisé en agissant sur 
l’électrode, le biofilm EA et l’électrolyte. 
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Tableau 7. Performances obtenues avec différents matériaux utilisés pour la fabrication des anodes.  
Anode Inoculum J à Pmax, mA/m
2 P, mW/m2 Référence 
Feutre de graphite 
Rhodoferax ferrireducens 
(T118) 
28 (dans demi-cellule) - 
(Chaudhuri and Lovley, 
2003) 
Mousse de carbone 
Rhodoferax ferrireducens 
(T118) 
74 (dans demi-cellule) - 
(Chaudhuri and Lovley, 
2003) 
Tige de graphite 
Rhodoferax ferrireducens 
(T118) 
31 (dans demi-cellule) - 
(Chaudhuri and Lovley, 
2003) 
Carbone vitreux Eaux usées 550 170 (He et al., 2005) 
Or Geobacter sulfurreducens 900 mA/m
2  à Eimposé=+0,3 V 
vs. Ag/AgCla 
- (Richter et al., 2008) 
Papier carbone Eaux usées domestiques - 661 (Liu et al., 2005a) 
Feutre de carbone Eaux usées 560 - (Gil et al., 2003) 
Acier inoxydable Enterobacter aerogenes 600 - (Tanisho et al., 1989) 
Titane 
Boues enrichies avec 
Geobacter sulfurreducens - 200 (Michaelidou et al., 2011) 
Titane Effluents 2500 mA/m2 b - (Heijne et al., 2008) 
 
aL’électrode a été sous polarisation constante; c’est une étude dans un réacteur à 3 électrodes, les auteurs n’ont pas réalisé de PACM.  
bDensité de courant de l’anode. La densité de puissance de la pile n’est pas répertoriée





1) Le matériau 
Le choix du matériau de l’électrode est un facteur clé pour la conception d’une anode 
microbienne. Un bon matériau d’électrode doit répondre aux critères suivants: être un bon 
conducteur, avoir une bonne biocompatibilité, avoir un coût bas, être maniable, avoir une 
bonne durabilité, être résistant à la corrosion et être chimiquement stable dans l’électrolyte. 
Jusqu’à présent les matériaux les plus utilisés (90-95% des articles) pour la conception des 
anodes de pile microbienne sont les matériaux à base de carbone ou de graphite. Seules 
quelques études ont essayé des matériaux plus originaux comme les aciers inoxydables, le 
platine, le nickel, l’or, le titane… (Tableau 7). Cependant, il n’y a que l’acier inoxydable qui 
permet aujourd’hui d’atteindre des performances égales ou supérieures au carbone/graphite. 
Par exemple, le groupe du LGC (Dumas et al., 2007; Erable and Bergel, 2009) a déjà montré 
qu’en milieu marin l’acier inoxydable était un meilleur support de biofilm EA que le graphite. 
 
2) La surface spécifique de l’anode 
La surface spécifique de l’anode peut jouer sur le nombre de bactéries présentes sur sa 
surface. En général, les surfaces spécifiques d’anodes poreuses ou de structure 
tridimensionnelle ouverte peuvent être de l’ordre de quelques dizaines à quelques de milliers 
de m2/m3.  Parmi les matériaux qui ont une grande surface spécifique on trouve les brosses de 
graphite, la mousse de carbone, le feutre de graphite ou les électrodes constituées de granules 
de graphite (Fig. 16) (Zhou et al., 2011).  
 
 
Figure 16. Matériaux "base carbone" utilisés pour la conception des anodes:  
(A) brosse de graphite, (B) mousse de graphite, (C) tissu de carbone, (D) papier de carbone,  
(E) carbone vitreux granuleux (F) feutre de carbone  
(Zhou et al., 2011 et complété).  
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Les brosses de graphite utilisées par le groupe de B. Logan (Pennsylvania State University) 
ont une surface spécifique équivalente à 9600 m2/m3 (surface normalisée par rapport au 
volume de l’électrolyte). Avec ces électrodes ce groupe a développé une PACM générant une 
puissance stable de 2400 mW/m2 (par rapport à la surface projetée) alors qu’avec du papier de 
carbone la pile ne débitait que 1700 mW/m2 (Logan et al., 2007). Les granules de carbone 
compactées ont aussi démontré des performances intéressantes. Par exemple, le biofilm 
développé sur une anode en granules de graphite a fourni 2,5 fois plus de densité de puissance 
que celui formé sur une électrode en tissu de carbone. Cependant, la stabilité à long terme 
s’est avérée limitée surtout lorsque le biofilm devient trop important et gêne la connexion 
électrique entre les granules. 
 
3) Les propriétés de surface de l’électrode 
Diverses études ont tenté d’améliorer les performances des anodes par le biais de 
modification chimique de la surface des électrodes (Fig. 17). Ces traitements chimiques de 
surface ont plusieurs objectifs: 
1) améliorer le transfert électronique à l’interface électrode/biofilm EA ou 
2) favoriser l’adhésion bactérienne. 
 
 
Figure 17. Schéma du traitement chimique des électrodes. 
 
Pour améliorer le transfert électronique, les traitements chimiques consistent souvent à 
déposer des polymères de conductivité élevée (Schroder et al., 2003), des médiateurs 
d’électrons ou divers oxydes métalliques. Par exemple, le dépôt d’oxydes de manganèse 
(présence d’ions Mn4+) a permis d’augmenter d’un facteur 1000 les performances d’une 
anode microbienne par rapport à une électrode du même type mais non-traitée (788 mW/m2 
vs. 0,788 mW/m2) (Park and Zeikus, 2003). Le dépôt d’autres médiateurs électrochimiques 
ont aussi montré un intérêt. Le traitement du graphite à l’AQDS (anthraquinone-1, 6 
disulfonique acide) permet un gain d’un facteur 5 par rapport à une électrode non-traitée 
(Lowy et al., 2006). Les inconvénients de modifier les surfaces en y immobilisant des 
médiateurs électrochimiques résident dans le coût élevé et la perte de stabilité au cours du 
temps. Kim et al. ont montré que le dépôt d’oxyde de fer sur une anode en papier de carbone 
permet de multiplier les performances d’une PACM d’un facteur 3 (Kim et al., 2005). Pour 
favoriser l’adhésion des micro-organismes, Cheng et al. ont montré que le traitement des 
anodes en tissu de carbone avec du gaz ammoniac (NH3) augmente de 48% la production 
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d’énergie par rapport aux résultats précédents de la même équipe (Chen et al., 2005). En effet, 
l’augmentation de la charge positive en surface, due à la formation des groupes contenant de 
l’azote fonctionnel durant le traitement, a eu un effet positif sur la colonisation de l’électrode 
par les bactéries. Le tableau 8 présente d’autres types de modification de surface des anodes et 
les performances obtenues. 
 
Tableau 8. Performances obtenues avec des anodes modifiées chimiquement (Zhou et al., 2011). 
















- 30 - 
(Kim et al., 
2005) 
Carbure de tungstène 
Carburation à 
haute To 
- - 8,8 
(Rosenbaum et 
al., 2007)  
Graphite/céramique 
Mn2+-Ni2+ 
Frittage -318 ~105 - 
(Lowy et al., 
2006) (Lowy et 
al., 2006) 
Graphite Fe3O4 Frittage -400 - - 
(Lowy et al., 
2006) 
Graphite Fe3O4-Ni
2+ Frittage -472 - - 





Trempage -403 ~98 - 
(Lowy et al., 
2006)  
Graphite Trempage -411 - - 
(Lowy et al., 
2006) 
Graphite - -411 ~20 - 
(Lowy et al., 
2006) 
Brosse de carbone Ammoniac - 80 0,5 
(Zhang et al., 
2011) 
 
Le traitement mécanique peut également favoriser l’adhésion bactérienne. Les structurations 
mécaniques à l’échelle de quelques micromètres rendent la surface de l’électrode plus 
disponible pour l’attachement des bactéries, surtout lorsque les dimensions de la structuration 
se rapprochent de la taille d’une bactérie (Fig. 18). La structuration mécanique des électrodes 
à l’échelle des micro-organismes s’est avérée être efficace pour la formation des biofilms EA 
de Geobacter sulfurreducens sur acier inoxydable. L’augmentation de la rugosité des 
électrodes de 2 µm à 4 µm a fait augmenter la densité de courant d’un facteur 1,6 (Pons et al., 
2011). Notons toutefois qu’il s’agit ici d’une réduction et non d’une anode.  
 
 




Figure 18. Schéma du traitement mécanique des électrodes. 
 
 
4.1.2 Biofilm EA 
 
1) Contrôle de la formation des biofilms EA sous chronoampérométrie 
La bibliographie montre que la choronoampérométrie est une technique électrochimique qui 
se répand pour former des biofilms EA efficaces (Aelterman et al., 2008; Busalmen et al., 
2008; Parot et al., 2008a; Torres et al., 2009; Marsili et al., 2010; Wagner et al., 2010). Cette 
technique a d’ailleurs permis d’obtenir les biofilms EA qui donnent des densités de courant 
anodiques de 31 A/m2, les plus élevées reportées à ce jour dans la bibliographie (Chiao et al., 
2006; Yi et al., 2009; Liu et al., 2010c; He et al., 2011). 
 
2) Maîtrise de la structure du biofilm et de sa composition 
On caractérise la structure d’un biofilm sur une électrode par sa géométrie tridimensionnelle 
et sa porosité qui informe sur l’accessibilité des substrats au sein du biofilm. La structuration 
du biofilm sur la surface dépend de la composition du biofilm, et notamment de sa capacité à 
produire des exopolymères, des cinétiques de croissance des micro-organismes, de la 
disponibilité en substrat et nutriments, de l’hydrodynamique imposée à la surface de 
l’électrode etc.  
 
L’hydrodynamique peut avoir en effet positif ou négatif sur la structure du biofilm. La 
formation de biofilms sous contrainte hydrodynamique en alimentation en continu conduit à 
la formation de biofilms plus compacts et moins épais. Toutefois, une vitesse de circulation 
trop élevée peut aussi aller jusqu’à décrocher des parties du biofilm ou le biofilm entier. La 
formation de biofilms EA en batch conduit plutôt à des structures plus ouvertes pour 
lesquelles la cohésion du biofilm est plus faible. La surface du biofilm exposée à l’électrolyte 
est souvent très irrégulière.  
 
Une voie pour améliorer l’électroactivité des biofilms consisterait à privilégier la densité des 
bactéries en diminuant la quantité des polymères qui forment la matrice. Une façon 
d’augmenter le rapport bactéries/exopolymères serait de choisir des micro-organismes 
capables de produire des quantités limitées d’exopolymères. Une répartition homogène des 
bactéries assurant un taux de recouvrement de 100% sur toute la surface de l’électrode 
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permettrait d’assurer un échange d’électrons maximal à l’interface électrode/biofilm EA. Par 
exemple, Pons et al., en 2011, ont montré en batch que les biofilms EA de Geobacter 
sulfurreducens se développement sur acier inoxydable sous formes de micro-colonies isolées 
(Pons et al., 2011). Une extrapolation a permis de calculer qu’un courant de 280 A/m2 
pourrait être atteint au sein de ces micro-colonies. Ils suggèrent qu’un tapis uniforme de 
micro-colonies serait dans leur cas la structure optimale du biofilm à viser pour optimiser la 




Force ionique de l’électrolyte  
Une conductivité élevée de l’électrolyte est toujours souhaitable dans les réacteurs 
électrochimiques de façon générale dans le souci de diminuer la résistance interne du réacteur. 
Dans le cas des PACM, il a été mentionné dans la bibliographie que la force ionique optimale 
devrait être recherchée pour chaque inoculum donné (Logan, 2008) parce qu’un électrolyte de 
concentration saline trop élevée finit par dégrader les micro-organismes en leur imposant des 
pression osmotiques transmembranaires trop fortes (Kim, 2008).  
 
Anaérobiose partielle ou totale 
Les micro-organismes EA qui se développent sur les anodes ont le plus souvent des 
métabolismes anaérobies. Quelques uns tolèrent la présence d’oxygène en faible 
concentration quantité, mais la majorité sont des anaérobes stricts. Des conditions 
d’anaérobiose peuvent donc souvent être favorables au développement des biofilms EA, 
assurée par exemple par un bullage d’azote.  
 
4.2 Compartiment cathodique  
 
La production de courant dans les PACMs dépend étroitement des performances de la 
cathode, qui reste souvent un élément limitant.   
 
4.2.1 Caractéristiques de la cathode 
 
Pour minimiser la limitation des performances d’une PACM par la cathode, le moyen le plus 
simple consiste à ce que sa surface soit la plus grande possible, plus grande que la surface de 
l’anode. Des solutions ont été proposées en utilisant dans le compartiment cathodique de 
PACM à deux compartiments des oxydants consommables tels que l’hexacyanoferrate 
(Aelterman et al., 2006), mais ces options ne sont pas durables. Pour ce qui concerne les 
cathodes de réduction de l’oxygène, des améliorations parfois originales ont été proposées, 
comme par exemple He et al. qui ont presque doublé la  densité de puissance d’une PACM en 
utilisant une cathode rotative (Fig. 19) qui permet d’augmenter le flux d’oxygène vers la 
cathode (He et al., 2007). 
 




Figure 19. Schéma d’une PACM avec une cathode rotative de réduction de O2. 
 
 
4.2.2 Cathodes à air 
 
La majorité des piles microbiennes de laboratoire sont équipées d’une cathode abiotique dans 
laquelle le platine joue le rôle de catalyseur. Le platine est un excellent catalyseur de la 
réduction de l’oxygène à des pH bas, mais ses capacités catalytiques diminuent drastiquement 
dans un milieu à un pH neutre (Erable et al., 2010). De plus son prix est élevé, il a varié en 
2011 de 55 à 100 dollars par gramme (www.platinumtoday.co.uk). De nombreuses études ont 
eu pour objectif de trouver d’autres catalyseurs pour la réduction de l’oxygène qui pourrait 
être efficaces à des pH proche de la neutralité. Le tableau 9 en donne quelques exemples. Ces 
recherches ont essayé divers composés tels le phtalocyanine de fer (FePc), l’oxyde de plomb 
(PbO2), le rutile (espèce minérale composée de dioxyde de titane de formule TiO2 avec des 
traces de fer, tantale, niobium,chrome, vanadium et étain). Par exemple une PACM équipée 
d’une cathode conçue avec le phtalocyanine de fer a fourni une densité de puissance de 634 
mW/m2 en milieu phosphate (50 mM, pH=7), supérieure à celle obtenue avec le platine dans 
des conditions identiques (593 mW/m2, pH=7) (HaoYu et al., 2007). Pour l’instant la seule 
solution commerciale qui existe est le platine. Les tests d’autres catalyseurs restent des études 
de laboratoire, peut-être parce qu’ils offrent ponctuellement des performances intéressantes 




Jusqu’à présent les chercheurs n’ont pas vraiment trouvé de catalyseur abiotique qui pourrait 
remplacer le platine pour des pH neutres. En 2005 a émergé la possibilité de mettre en œuvre 
des cathodes microbiennes dans les PACM (Bergel et al., 2005). Dans ce cas ce sont des 
biofilms microbiens qui catalysent les réactions de réduction, c’est-à-dire le passage des 
électrons du matériau de l’électrode vers l’accepteur final en solution.  
 
Le nombre d’études sur les cathodes microbiennes augmente chaque année (Tableau 10) 
(Huang et al., 2011). Des biocathodes ont été formées aussi bien à partir de souches pures 
Chapitre I: Bibliographie 
 
 53 
comme Geobacter sulfurreducens ou d’inocula mixtes tels que  les eaux usées (Huang et al., 
2011). Les cathodes microbiennes peuvent être de deux types: 
1) les cathodes aérobies et anaérobies qui réduisent des accepteurs finaux d’électrons à 
des potentiels suffisamment élevés pour être utilisées dans les PACM 
2) les cathodes anaérobies qui réduisent des composés à des potentiels trop bas pour 
être utilisés dans les PACM. 
 
Dans la première catégorie des cathodes microbiennes qui réduisent les nitrates ou les sulfates 
proposent des options intéressantes pour le traitement des effluents qui contiennent ces 
composés car elles permettraient de combiner l’action des deux électrodes. Elles sont 
toutefois encore très peu développées. Les performances des cathodes microbiennes aérobies 
plus souvent envisagées dans les PACM, restent toutefois encore relativement faibles, 
assurant des densités de courant le plus souvent inférieures à 1 A/m2, comme indiqué dans 
une revue récente qui leur est consacrée (Erable et al., 2012). La seconde catégorie regroupe 
des cathodes capables de réduire des composés très divers comme le fer (Fe III), le 
manganèse (Mn IV), l’arséniate, le fumarate ou le dioxyde de carbone. Elles sont encore peu 
développées mais pourraient ouvrir des voies de très grand intérêt en électrosynthèse. 
 
Enfin, pour conclure ce bref survol des biocathodes notons une tentative de couplage entre 
une anode microbienne et une cathode catalysée par des enzymes (Schaetzle et al., 2009). La 
catalyse de la réduction de l’oxygène par des enzymes de type laccase, bilirubine oxydase ou 
protéine à cuivre bleu est bien connue dans le domaine des biopiles à enzymes (Schaetzle et 
al., 2008). Ces cathodes assurent des potentiels en circuit ouvert très élevés et elles 
parviennent à assurer des densités de courant de plusieurs dizaines de A/m2. Elles possèdent 
toutefois des contraintes spécifiques très différentes de celles des PACMs. Leur préparation 
comprend des étapes sophistiquées d’immobilisation des enzymes à la surface des électrodes, 
elles exigent des milieux bien contrôlés et ne sont pas stables sur de longues périodes de 
fonctionnement. Les biopiles à enzyme répondront en priorité à des besoins de puissance 
électrique ponctuels et rapides. Au contraire les PACMs jouent plutôt sur le long terme sans 
permettre de réponse rapide à une demande subite. Les deux types de catalyse sont donc assez 
éloignées en termes d’applications, il est en conséquence difficile d’imaginer les applications 
d’une pile qui associerait les deux technologies en combinant ainsi des contraintes multiples 
et opposées.  
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Tableau 9. Types de catalyseurs utilisés dans les cathodes à air de PACM. 
Type de catalyseur 
Matériau de la 
cathode 







Tissu de carbone - 369 (Cheng et al., 2006) 
PbO2 Feuille de titane - 78 (Morris et al., 2007) 
FePc (phthalocyanine de fer) Papier de carbone 0,319 634 (HaoYu et al., 2007) 
FePcVC  Papier de carbone 0,289 530 (HaoYu et al., 2007) 
CoTMPP Papier de carbone 0,325 483 (HaoYu et al., 2007) 
MnPc Papier de carbone 0,285 353 (HaoYu et al., 2007) 
FePc Feuille de graphite 1,07 13.88* (Zhao et al., 2005) 
CoTMPP Feuille de graphite 1,1 14.32* (Zhao et al., 2005) 
Rutile Plaque de graphite 0,55 - (Li et al., 2009) 
β-MnO2 Tissu de carbone 0,565 3.773* (Zhang et al., 2009) 
Co-OMS-2 
(cobalt cryptomélane octahedrale)  
Tissu de carbone 0,147 180 (Li et al., 2010) 
MnOx/C Tissu de carbone 0,714 161 (Roche et al., 2010) 
 Co/Fe/N/Carbon nanotubes de carbone Tissu de carbone 0,473 751 (Deng et al., 2010) 
   * W/m3
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(Freguia et al., 2010b) 
U (VI) Geobacter sulfurreducens - -0,3 Vc - (Gregory and Lovley, 
2005) 
Cr (VI) 
Bactéries issu d’un site 
contaminé avec  Cr (VI) 
- 6,9 A/m3 (2,4 W/m3) 
- 
(Huang et al., 2010) 
NO3
- Eaux usées - 133 A/m3 (35 W/m3) - (Virdis et al., 2008) 
Perchlorate Dechloromonas sp. 2,6-antraquinone 
disulfonate 
0,6 A/m3 (0,19 W/m3) 
 
-0,3 V 
(Thrash et al., 2007) 




(Aulenta et al., 2007) 
Tetrachloéthène Geobacter lovleyi - 4,8 A/m
3 
 
-0,3 V (Strycharz et al., 
2008) 




(Dumas et al., 2008b) 
Fumarate Geobacter lovleyi - 4,8 A/m
3 
 
-0,3 V (Strycharz et al., 
2008) 
Acétate Boues anaérobies Méthyle viologen -0,55 Vc 
- (Steinbusch et al., 
2010) 






de -0,8 à -0,5 V 
(Cheng et al., 2010) 




(Villano et al., 2010) 
a La densité de courant et de puissance sont calculées en fonction du volume cathodique. 
b vs. l’électrode standard à l’hydrogène. 
c Densité de courant et/ou de puissance non fournies. 
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4.3 Architecture des PACMs 
 
Au fil de la bibliographie sur les PACMs on s’aperçoit que les architectures expérimentales 
sont très variables. On peut les classer en deux catégories: 
1) Les PACMs à 2 compartiments. Dans cette architecture, le compartiment anodique et 
le compartiment cathodique contiennent des électrolytes et les substrats sont solubles. 
Les 2 compartiments sont séparés soit par une membrane échangeuse d’ions (souvent 
une membrane échangeuse de protons, bien que ce choix soit discutable) soit par un 
pont salin, qui permettent la migration des ions et bloquent la diffusion de l’oxygène 
vers le compartiment anodique (Fig. 20).  
 
 
Figure 20. PACMs à 2 compartiments séparés par: (A) une membrane échangeuse d’ions, 
 (B) un pont salin (www.engr.psu.edu). 
 
2) Les PACMs à un seul compartiment. Cette architecture met en jeu une cathode à air 
ou cathode à respiration qui utilise l’oxygène en phase gaz. Le substrat de l’anode est 




Figure 21. PACM avec cathode à air : (A) principe de fonctionnement, (B) prototype  
(Liu and Logan, 2004a). 
 
Les compartiments des PACMs peuvent être de forme très variable: cylindrique, 
rectangulaire… (Fig. 22) (Du et al., 2007). Lorsqu’elles fonctionnent en continu, une 
alimentation ascendante (Fig. 22C et 22D) est dite plus appropriée, par exemple pour les 
PACM destinées à traiter les eaux usées (He et al., 2005; He et al., 2006). L’espace inter-
électrodes est parfois réduit afin de diminuer la résistance interne, comme sur la Fig. 22D 
pour laquelle la résistance interne  est évaluée à 4 Ω. Notons que les membranes qui servent 
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de séparateur sont relativement chères et ont souvent des résistances élevées qui font diminuer 
les performances des PACMs. Les membranes de type Nafion sont souvent utilisées dans les 
PACMs mais elles ne sont certainement pas les plus adaptées car elles sont très compactes et 
ont été conçues pour ne laisser migrer que les protons qui, dans les électrolytes proches de la 




Figure 22. Représentations schématiques de quelques PACMs à 2 compartiments:  
(A) forme cylindrique, (B) forme rectangulaire, (C) forme cylindrique avec alimentation en 
continu, (D) forme cylindrique avec le compartiment cathodique en "U"  
(Du  et al., 2007).  
 
Des architectures très différentes sont également rencontrées dans le cas des PACMs à un seul 
compartiment (Fig. 23). Les PACMs à cathode à air sont de plus en plus utilisées pour des 
études en laboratoire. L’inconvénient majeur de ce type de pile microbienne est qu’après 
plusieurs jours de fonctionnement, un biofilm indésirable se forme sur la cathode exposé au 
compartiment cathodique (phénomène appelé biofouling). Il faut alors ouvrir la pile et 
démonter la cathode pour la nettoyer. Ces étapes sont contraignantes et ont inévitablement des 
conséquences dramatiques sur les performances de la pile. La solution serait de concevoir une 
architecture spécifique de PACM dans laquelle la cathode à air pourrait se démonter 
facilement sans trop perturber l’anode. Une telle architecture est proposée dans le chapitre 8. 
 
 




Figure 23. Représentations schématiques de PACMs à un seul compartiment:  
(A) forme rectangulaire, (B) forme cylindrique avec les électrodes fixées sur les côtés opposés, 
(C) forme tubulaire avec l’anode en graphite granulé à l’intérieur (Du et al., 2007). 
 
De façon générale, on observe dans la littérature que les PACMs à cathode à air donnent de 
meilleures performances que les PACMs avec 2 compartiments. C’est pour cette raison, que 
les travaux de cette thèse ont mis en œuvre des PACMs à cathodes à air.  
 
4.4 Conditions opératoires de la PACM 
 
Les performances d’une PACM peuvent également être limitées par les conditions opératoires 
telles que le pH, la température du système et le type d’alimentation. Ces points et une 
discussion sur les améliorations possibles sont présentés dans les paragraphes suivants.   
 
pH de l’électrolyte 
Les PACMs sont souvent conçues avec un électrolyte dont le pH n’est pas contrôlé. 
L’oxydation du combustible à l’anode produit des protons et provoque donc la diminution du 
pH au niveau de l’anode. Au contraire la réduction de l’oxygène à la cathode induit 
l’augmentation du pH à son voisinage. La faible conductivité ionique de certains milieux, 
effluents à traiter par exemple, peut limiter le transport des protons de l’anode vers la cathode. 
Dans les systèmes de laboratoire, un composé ayant un effet tampon est souvent utilisé pour 
éviter le gradient de pH au sein de la pile. Par exemple, Gil et al. ont détecté une différence de 
pH de 4,1 unités (pHcathode= 9,5 et pHanode= 5,4) après 5 heures de fonctionnement d’une 
PACM dont le pH initial était de 7,0 dans les deux compartiments (Gil et al., 2003). Après 
l’ajout d’une solution de phosphate à pH=7.0, la différence de pH entre les compartiments 
anodique et cathodique a été réduite à seulement 0,5 unités et la densité de puissance a 
augmenté d’un facteur 2.  
 
Torres et al. ont identifié un autre effet bénéfique de l’ajout d’un composé ayant un effet 
tampon. La production de protons au niveau de l’anode est importante (9 H+ sont par exemple 
produits par molécule d’acétate oxydée). Ces protons ont tendance à s’accumuler dans les 
couches internes du biofilm surtout lorsque celui-ci est épais et aux pH légèrement alcalins. 
En effet le transport des protons par diffusion est alors très lent vu leur faible concentration 
(Fig. 24A). Lorsque du tampon bicarbonate est ajouté en forte concentration dans le système, 




-) diffuse facilement au sein du biofilm, il y est protoné en acide 
carbonique (H2CO3) qui est alors transporté à l’extérieur du biofilm par une diffusion rapide 
vu les fortes concentrations (Fig. 24A)  (Torres et al., 2008). Le composé à effet tampon 
facilite le transport des protons hors du biofilm et permet ainsi de limiter l’acidification de ses 
couches internes qui peut inhiber les activités microbiennes.  
 
 
Figure 24. Représentation schématique de l’extraction des protons par le tampon  




Les PACMs peuvent fonctionner dans une large gamme de température, allant de 10oC à 
75oC. La température optimale de fonctionnement d’une PACM dépend du type des bactéries 
présentes dans l’inoculum: psychrophiles (12-15oC), psychrotrophes (25-30oC), mésophiles 
(30-45oC) et thermophiles (55-75oC). L’objectif est de trouver la température optimale pour 
assurer le développement des bactéries qui pourraient garantir le meilleur transfert 
électronique possible. Diverses études ont logiquement montré que la température a une 
influence majeure sur la production du courant des PACMs. Par exemple, Min et al. ont 
observé qu’une augmentation de quelques degrés augmente la densité de puissance de 43 
mW/m2 (à 22oC) à 70 mW/m2 (à 30oC). Ainsi une différence de seulement 8oC a été 
suffisante pour augmenter les performances de la PACM de 63% (Min et al., 2008). Un peu 
plus tard, Liu et al. ont montré qu’une augmentation de 10oC de la température peut doubler 
la densité de courant fournie par une anode (Liu et al., 2010b). En 2011, Cheng et al. ont 
étudié le fonctionnement d’une PACMs exploitant des eaux usées à des températures de 4, 10, 
15, 20 et 30oC. Les densités de puissance ont augmenté avec la température (Cheng et al., 
2011b). Une étude de Behera et al. sur une gamme de températures plus élevées a montré que 
l’augmentation de la température de 20 jusqu’à 40oC (montée en température par paliers de 
5oC) augmente la densité de puissance alors qu’elle diminue de 40 à 50 °C (Behera et al., 
2011). En conclusion, la température optimale est un paramètre essentiel pour concevoir une 
PACM avec des performances élevées. 
 
Alimentation en continu 
Une possibilité d’augmenter la durée de fonctionnement d’une PACM de quelques semaines à 
quelques mois, voire quelques années, est de l’alimenter en continu. Une PACM alimentée en 
continu avec de l’acétate a fournit 2,4 W/m2 et a assuré le fonctionnement d’un ventilateur 
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pendant un an et demi (Fig. 25). Les anodes étaient formées à partir de brosses de graphite. 




Figure 25. PACM avec alimentation en continu (Logan, 2010). 
 
 
5. PACMs à grande échelle et performances actuelles 
 
Depuis 2002, le nombre de publications scientifiques sur la thématique des piles microbiennes 
augmente. Simultanément les performances s’améliorent mais la taille des piles microbiennes 
grandit peu. On ne trouve dans la bibliographie que trois équipes ayant conçu des prototypes 
PACMs à grande échelle. Par « prototype » on entend simplement ici une PACM avec un 
volume plus grand que les dispositifs de laboratoires habituels, de quelques litres à quelques 
dizaines ou centaines de litres. 
 
PACM à grande échelle 
Le premier prototype de PACM a été conçu en Australie (Queensland) dès 2005 dans une 
brasserie de la société Foster (Fig. 26A). Le prototype présentait 12 modules de 3 mètres de 
hauteur chacun et volume 1 m3. Les anodes ont été fabriquées à partir de brosses de fibres de 
carbone et les cathodes à partir de brosses de graphite. On a peu d’information sur les 
performances (Logan, 2010). On sait que les performances ont été limitées par la faible 
conductivité de l’effluent de brasserie à traiter.   
 
Un prototype a été développé en 2008 par une équipe de l’Université du Massachussetts (L. 
Tender). Il s’agit d’une PACM benthique dont l’anode est destinée à être enfouie dans les 
sédiments marins alors que la cathode doit rester dans l’eau de mer contenant de l’oxygène 
dissous. Ce prototype de 36 kg est constitué d’anodes en plaques de graphite (en jaune sur la 
photographie) et des cathodes en brosse de graphite. Il a débité en continu 36 mW (Fig. 26B). 
Les performances ont été stables pendant un an et ont permis d’alimenter des dispositifs 
météorologiques. L’énergie était stockée dans un condensateur qui permettait de ne la délivrer 
que pendant les temps de fonctionnement des équipements météorologiques (Tender et al., 
2008).  




Figure 26. PACMs à grande échelle: (A) PACM tubulaire, (B) PACM benthique,  
(C) PACM à sédiments marins 
  (www.microbialfuelcell.org et Franks and Nevin, 2010). 
 
En 2008, le LGC (Toulouse) a mis en place son premier prototype de 25 L utilisant des 
sédiments marins comme inoculum et une anode en feutre de graphite (25 cm2). La pile 
microbienne a débité en continu un courant de 50 mA sous une tension de 200 mV soit une 
puissance de 10 mW (Fig. 26C). La limitation majeure a été attribuée à une mauvaise gestion 
de l’eau au niveau de la cathode qui  était noyée. 
 
Bilan des performances actuelles 
Depuis environ 10 ans de grandes avancées ont été réalisées en explorant les communautés 
bactériennes (Logan, 2009), les substrats (Pant et al., 2010), les matériaux/taille/forme 
d’électrodes et l’architecture des cellules. Actuellement, la bibliographie propose de plus en 
plus de PACMs qui fournissent des densités de puissance de plusieurs W/m2  (Fig. 27). 
Comme on l’a déjà évoqué, l’année 2002 a été révolutionnaire dans le domaine de PACMs 
grâce à la découverte du transfert direct entre micro-organismes et électrodes. Les densités de 
puissance ont rapidement atteint 1 à 4 W/m2. L’introduction de PACMs à cathodes à air en 
2005 a rapidement monté les performances à environ 5,5 W/m2. Vers les années 2007, le 
traitement des électrodes a amélioré les densités de puissance des PACMs jusqu’à 6 W/m2 
(Fig. 27). A notre connaissance la densité de puissance la plus élevée de 6,9 W/m2 a été 
annoncée en 2008 (Fan et al., 2008). Il semble qu’aune densité supérieure n’est à ce jour été 
obtenue.
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Tableau 11. Performances des PACMs avec cultures pures et inocula mixtes (adapté d’après plusieurs revues bibliographiques (Osman et al. 2010; Borole et 








Type de PACM Réf. 
Consortium de bactéries exoélectrogéniques  15 6,1 - 
PACM avec 2 compartiments (cathode en feutre de 
carbone, substrat: mélange de glucose et lactate) 
(Borole et al., 2011) 
Sol du champ de riz 16 2,3 - PACM avec un seul compartiment (cathode à air, lactate) (Zhao et al., 2010) 
Culture bactérienne mixte d’une PACM 






PACM avec un seul compartiment (cathode à air, acétate, 
mode batch; 200 mM tampon phosphate  
(Fan et al., 2008) 
Culture bactérienne mixte d’une MFC, 
inoculée avec des eaux usées domestiques 
9,9 2,8 - 
PACM avec un seul compartiment 
 (cathode à air, acétate) 
(Fan et al., 2007) 
Consortium de bactéries d’une PACM qui a 






PACM avec un seul compartiment 
 (cathode à air, acétate) 
(Logan et al., 2007) 
Enterobacter cloacae SU-1 50 30 - PACM avec 2 compartiments (cathode en plaque de 
graphite, lactate) discussions controversées 
(Samrot et al., 2010; 
Angenent et al., 2011) 
Geobacter sulfurreducens KN400 7,6  
3,9 
- Mini-stack PACM (cathode en graphite, acétate) (Yi et al., 2009) 
Desulfovibrio desulfuricans 13 5,1 - PACM avec un seul compartiment 
 (cathode à air, sulfate) 
(Zhao et al., 2008) 
Shewanella oneidensis MR-1 5,5 3,3 - PACM avec 2 compartiments (cathode à air, lactate) (Dewan et al., 2008) 
Rhodopseudomonas palustris DX-1 10 2,7 - PACM avec un seul compartiment (cathode à air, acétate) (Xing et al., 2008) 
Geobacter sulfurreducens 4,6 1,9 - Mini-stack PACM (cathode à air, acétate) (Nevin et al., 2008) 





Figure 27. Evolution de densités de puissance obtenues avec les PACMs (Logan, 2009). 
 
Sur la base de revues bibliographiques récentes (Osman et al., 2010; Borole et al., 2011; Wei 
et al., 2011) des exemples des densités de puissance les plus élevées sont reportés dans le 
tableau 11. La plupart de PACMs d’intérêt ont fourni des puissances dans la gamme de 1 à 3 
W/m2 (par rapport à la surface de l’anode) avec des cultures pures ou des inocula mixtes. 
Toutefois, il semble que de façon générale, les densités de puissance élevées soient plus 
souvent obtenues avec les inocula mixtes qu’avec des cultures pures. Une densité de 
puissance de 30 W/m2 a été annoncée avec une culture pure de Enterobacter cloacae SU-1 
mais elle a été sévèrement critiquée pour la communauté des chercheurs (Samrot et al., 2010; 
Angenent et al., 2011) et l’article semble avoir été retiré. Les performances restent donc très 
éloignées des milliers de W/m2 qui peuvent être générés par les piles conventionnelles à 
hydrogène. La comparaison avec les panneaux photovoltaïques dont les densités de puissance 
sont de l’ordre d’une centaine de W/m2 incite à plus d’optimisme. L’augmentation des 
densités de courant qui peuvent être fournies par les électrodes microbiennes reste un enjeu 
essentiel pour le développement des PACMs. 
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1. Inoculum et milieux 
 
1.1 Préparation de l’inoculum à partir de terreau de jardin 
 
Quatre types de terreaux de jardin ont été testés comme source d’inoculum pour la formation 
de biofilms EA. Leur composition et leurs caractéristiques seront décrites dans le tableau 1. 
Seuls 2 types de terreaux ont été finalement retenus pour la formation des anodes 
microbiennes (voir le chapitre III, paragraphe 4.1).  
 
Le lixiviat de terreau est préparé en mélangeant 1 L de terreau de jardin et 1,5 L d’une 
solution à 60 mM de KCl. Le KCl ajouté permet de fixer la conductivité du mélange à environ 
7,5 mS/cm. Le mélange est laissé sous agitation pendant 18 à 24 heures, puis filtré et 
complété avec de l’acétate de sodium 20 mM, sauf précision contraire, comme substrat. Le 
lixiviat ainsi préparé est utilisé directement dans les réacteurs électrochimiques.  
 
1.2 Milieu minimum 
 
Dans certaines expériences, le lixiviat de terreau (1 volume) est dilué avec du milieu  
minimum (2 volumes) (Schaetzle, 2010). Le milieu minimum consiste en une solution de 
tampon bicarbonate 50 mM (pH=9) enrichi avec une solution de macronutriments (10 mL/L, 
tableau 2), une solution de micronutriments (1 mL/L, tableau 3) et une solution de vitamines 
(1 mL/L, tableau 4). Le mélange ainsi obtenu est complété avec de l’acétate de sodium (20 
mM) comme substrat, KCl (60 mM) pour assurer une conductivité suffisante et avec du 
dihydrogénophosphate de sodium (NaH2PO4, 20 mM) pour apporter le phosphore nécessaire 
au développement bactérien. Le pH final est ajusté à 7.  
 
2. Electrodes support de biofilms EA 
 
a) Graphite et carbone : électrodes sous forme de tissu et feutre 
La majorité des expériences a été réalisée avec des électrodes en tissu de carbone fourni par le 
partenaire PaxiTech SAS (Grenoble) du projet AgriElec. Les dimensions des électrodes sont 
généralement de 20 x 10 mm (2 cm2)  ou 10 x 10 mm (1 cm2) avec une épaisseur de 2 mm. 
Elles sont utilisées sans traitement préliminaire. La connexion électrique est assurée par un fil 
de platine (diamètre 1 mm) qui traverse le tissu de carbone dans le sens de la longueur.    
 
Les électrodes en feutre de graphite (diamètre de la fibre 9 µm, RVG 4000, Carbone Lorraine) 
ont des dimensions de 200 x 100 mm (2 cm2) et une épaisseur de 10 mm. La connexion 
électrique est assurée par une tige de titane qui traverse le feutre dans le sens de la longueur. 
Parfois la structure fragile du feutre rend hasardeuse la connexion électrique surtout lorsqu’il 
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Tableau 1. Composition et caractéristiques des différents terreaux. 
Composition Caractéristiques 
Terreau A (marque Tonusol) 
Fumier 
Matière organique                                                      25% 
Azote total (N)                                                           1,1% 
Phosphore (P2O5)                                                       1,0% 
Potasse (K2O)                                                             0,9% 
Calcium (CaO)                                                           1,3% 
Magnésium (MgO)                                                     1,0% 
Oligo-élements (fer, cuivre, manganèse, zinc, bore) 
pH=7 
Terreau B (marque Or-Brun) 
Fumier de volailles 
Fumier de cheval 
Algues marines des côtes 
Vendéennes 
Matière sèche en % de masse sur produit brut             47% 
Matière organique en % de masse sur produit brut      28% 
Azote (N) total en % de masse sur produit brut           1,3% 
Azote (N) organique non-uréique sur produit brut       11% 
Anhydride phosphorique (P2O5) total                          1,3% 
Oxyde de potassium (K2O) total                                  1,4% 
Oxyde de magnésium (MgO)                                      0,5% 





Matière sèche                                                                55% 







Conductivité 0,9 mS/cm 
Capacité de rétention d’eau                   625 mL de substrat 
Terreau D (marque Or-Brun) 
Fumier de bovin 
Matière sèche en % de masse sur produit brut                      44% 
Matière organique en % de masse sur produit brut               26% 
Azote (N) total en % de masse sur produit brut                 0,65% 
Azote (N) organique non-uréique en % sur produit brut     0,6% 
Rapport C/N total                                                                 20% 
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Tableau 2. Composition de la solution de macronutriments. 
Produit Concentration, g/L 
Chlorure d’ammonium (NH4Cl)                      28 
Sulfate de magnésium (MgSO4 x 7H2O)       10 
Chlorure de calcium (CaCl2 x H2O)          0,57 
 
    Tableau 3. Composition de la solution de micronutriments. 
Produit Concentration, g/L ou mL/L* 
Chlorure de fer (FeCl2 x 4H2O)                 2 
Chlorure de cobalt (CoCl2 x 6H2O)                 1 
Chlorure de manganèse (MnCl2 x 6H2O)                0,5 
Chlorure de zinc (ZnCl2)             0,05 
Acide borique (H3BO3)                           0,05 
Chlorure de cuivre (CuCl2 x 2H2O)                  0,04 
Ammonium heptamolibdate (NH4)6Mo7O24 x 4H2O)    0,07 
Chlorure de nickel (NiCl2 x 6H2O)              1 
Sodium selenite (Na2SeO3 x 5H2O)            0,16 
Acide chlorhydrique 37% (HCl)                         2* 
 
                  Tableau 4. Composition de la solution de vitamines. 
Produit Concentration, g/L 
Pyridoxine HCl  (vitamine B6 chlorhydrate)                                1 
Acide nicotinique (vitamine B3)                     0,5 
Riboflavine (vitamine B2)                     0,25 
Thiamine HCl (vitamine B1 chlorhydrate)                                    0,25 
Biotine  (vitamine B8)                                           0,2 
Acide folique (vitamine B9)                                           0,2 
Cobalamine (vitamine B12)              0,01 
 
 
b) Acier inoxydable : électrodes sous forme de plaques  
Les électrodes en acier inoxydable sont des plaques d’acier 254 SMO de dimension 20 x 10 
mm (2 cm2) avec une épaisseur de 2 mm. Elles sont fournies par le partenaire CEA Saclay du 
projet AgriElec. Selon la norme UNS (Unified Numbering System) l’acier inoxydable 
254SMO est un acier de type UNS S31254 avec la composition: Cr (19,9%), Ni (17,8%), Mo 
(6,0%), N (0,2%), C (0,01%), Fe (complément) (Steiner, 1990). Des électrodes avec plusieurs 
échelles de structuration mécanique ont été testées: acier inoxydable brut, acier macro-
structuré ou acier micro-structuré (Fig. 1).  
 
 
Figure 1. Electrodes en acier inoxydable: (A) brut, (B) macro-structuré et  
(C) micro-structuré. 
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Les électrodes macro-structurées ont été obtenues par usinage réalisé par le service technique 
du LGC. Leur façonnage consistait en des rayures (largeur 300 µm, profondeur 500 µm, 
inclinaison 45o) suivant la plus grande dimension de l’électrode (Fig. 1B). La micro-
structuration a été réalisée par le CEA-Saclay par sablage. La rugosité moyenne ainsi 
obtenues était de l’ordre de 5 µm (Fig. 1C).  
La connexion électrique est assurée avec une tige de titane (diamètre 2 mm, Alfa Aesar) 
filetée et vissée sur l’électrode. Les tiges de titane sont préalablement nettoyées avec du 
papier abrasif (LAM-PLAN) pour enlever les couches d’oxydes formés et ensuite lavées à 
l’eau distillée. Avant leur utilisation, les électrodes en acier inoxydable sont nettoyées dans 
une solution 50/50 (v/v) d’acétone/éthanol sous agitation pendant 20 minutes puis rincées à 
l’eau pendant 10 minutes. Ce premier traitement permet de dissoudre d’éventuels composés 
organiques adsorbés. Elles sont ensuite traitées pendant 20 minutes dans une solution d’acide 
fluorhydrique (HF) à 2% et d’acide nitrique (HNO3 0,5 M) et enfin rincées à l’eau pendant 10 
minutes. Les électrodes sont utilisées immédiatement après le nettoyage.  
     
c) Platine : électrodes et ultra-microélectrodes sous forme de fils (ou cylindriques)  
Les microélectrodes sont fabriquées à partir de fils de platine de petit et très petit diamètre 
(1000, 500, 50 et 25µm; fils recuits; pureté 99,9%; références PT005156/52, PT005146/74, 
PT005116/16 et respectivement PT005114/28; Goodfellow). La qualification d’ultra-
microélectrode est valable à partir du diamètre de 50 µm (Bard and Faulkner, 2001). La 
délicate définition de leur protocole de fabrication a fait l’objet de mon travail de thèse. 15 cm 
de fil sont inclus dans une résine inerte (SoloPlast) en laissant environ 3 cm libre à chaque 
extrémité. L’une des extrémités du fil sert pour assurer la connexion électrique, tandis que 




Figure 2. (A) Ultra-microélectrode sous forme cylindrique en platine (d=25 µm, l=2 cm),   
(B) Electrode sous forme de disque en acier inoxydable (d=200 µm).  
 
d) Graphite et acier inoxydable : électrodes sous forme de disques  
Les électrodes sous forme de disque ont été fabriquées avec des barreaux de graphite 
(Goodfellow) de 3 mm de diamètre ou des fils d’acier inoxydable 316L (fil étiré, 
Fe/Cr18/Ni10/Mo3, Goodfellow) de 200 µm de diamètre. Les barreaux de graphite sont 
traités pendant 10 minutes dans une solution d’acide chlorhydrique (HCl, 1N) puis 10 minutes 
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dans une solution d’hydroxyde de sodium (NaOH, 1N) et rincées dans un grand volume d’eau 
distillée.  
 
Les barreaux de graphite ou les fils d’acier sont insérés dans une résine isolante en suivant la 
même procédure que pour les électrodes en fil de platine (paragraphe précédent). L’une des 
extrémités du barreau ou du fil est coupée au niveau de la surface de la résine puis poli 
mécaniquement (polisseuse ESCIL, ESC 200 GTL) avec des disques de tailles de grains 
décroissantes (P120, P400, P800, P1200, P2400, P4000) jusqu’à l’obtention d’une surface 
polie homogène (Fig. 2B). Avant leur utilisation, les électrodes ont été nettoyées délicatement 
avec un mélange 50/50 (v/v) éthanol/acétone afin de dissoudre les espèces organiques 
adsorbées.   
 
Les surfaces de travail des électrodes et ultra-microélectrodes sous forme cylindrique ou de 
disque sont données dans le tableau 5. 
 
Tableau 5. Surfaces de travail des mini- et micro-électrodes en acier inoxydable sous forme de 
disque ou platine sous forme cylindrique. 
Diamètre du fil, µm Forme Surface de travail, mm2 
25 Cylindrique 1,6 
50 Cylindrique 3,1 
200 Disque 0,03 
500 Cylindrique 31,6 
1000 Cylindrique 63,6 
 
 
3. Réacteurs électrochimiques 
 
Les expérimentations ont été réalisées dans des réacteurs électrochimiques avec des montages 
à 3 électrodes (Fig. 3) constitués d’une électrode de travail, une électrode de référence et une 
contre-électrode. Deux types de réacteurs ont été utilisés dans les expériences de 150 ou 550 
mL de volume utile. Les réacteurs comportent sur leur couvercle des orifices qui permettent 
l’introduction des électrodes et, dans certains cas, l’entrée du gaz N2. En fonction des 
conditions de montage du réacteur et du but de l’expérience, les réacteurs ont été soit disposés 
dans un bain thermostaté à 40oC soit laissés à température ambiante (20±2oC).      
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Figure 3. Réacteurs électrochimiques: (A) 150 mL, (B) 550 mL. 
 
Les électrodes de référence sont en général des électrodes commerciales au calomel saturé 
(ECS, Radiometer, potentiel de 0,241 V vs. ESH). Quelques expériences ont été réalisées avec 
une électrode au chlorure d’argent (Ag/AgCl). Les électrodes de référence Ag/AgCl ont été 
préparées à partir d’un fil d’argent (diamètre 1,5 mm; Goodfellow) qui a été plongé dans une 
solution d’acide nitrique (HNO3 à 65%) pendant 1 minute, puis rapidement plongé dans une 
solution de chlorure de potassium (KCl) saturée pendant 1 minute et enfin rincée délicatement 
à l’eau distillée.  
 
Deux types de contre-électrodes ont été utilisés: des grilles de platine (Pt/Ir 90%/10%, 
référence 81031162, Heraus) ou des barreaux de graphite (Alfa Aesar). La contre-électrode en 
grille de platine est connectée au circuit électrique par un fil de platine et nettoyée en la 
faisant rougir à la flamme. Les contre-électrodes en barreau de graphite ont un diamètre de 1 
cm et une longueur de 20 cm. La connexion électrique est réalisée en enroulant un fil de 
cuivre sur la partie supérieure du barreau et en le maintenant par une gaine thermo-rétractable.  
 
Techniques électrochimiques 
L’ensemble des expérimentations électrochimiques a été conduit avec un multi-potentiostat 
(VMP, Biologic SA) piloté par le logiciel Ec-Lab (version 10.10).  
  
a) Chronoampérométrie 
La chronoampérométrie consiste à imposer un potentiel à l’électrode de travail et à mesurer le 
courant électrique au cours du temps. Sauf précision contraire, les électrodes de travail ont été 
polarisées à -0,2 V vs. ECS (Fig. 4). La durée totale des chronoampérométries pour former 
des anodes microbiennes a varié de 14 à 70 jours. Sauf indication contraire, les courants 
enregistrés sont exprimés en termes de densité de courant par rapport à la surface géométrique 
de l’électrode de travail (A/m2).  
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Figure 4. Schéma du dispositif de chronoampérométrie. 
 
Calcul du rendement faradique 
Les rendements faradiques (RF) sont calculés comme le rapport de la quantité d’électricité 
(Coulomb) obtenue par intégration du courant (CE) par rapport à la quantité théorique 








où CE est la quantité d’électricité (Coulomb) mesurée expérimentalement par l’intégration du 















où F est la constante de Faraday (96 485 C/mole d’électrons) 
n le nombre d’électrons générés par mole de combustible, soit 8 moles d’électrons par mole 
de substrat 
C la concentration de combustible consommée dans l’anolyte (g/L) 
V le volume de l’anolyte (L) 
M la masse molaire du combustible, soit 82 g/mole pour l’acétate de sodium. 
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b) La voltammétrie cyclique  
La voltammétrie cyclique (CV) consiste à enregistrer le courant pendant que le potentiel de 
l’électrode de travail varie entre deux valeurs de façon réversible dans les sens d’oxydation et 
de la réduction. La vitesse de variation de potentiel est le plus souvent constante. Ici les CV 
ont été réalisées avec des vitesses de 1 à 100 mV/s. L’intervalle des potentiels a été fixée en 
fonction du matériau de l’électrode de travail, allant de au maximum de -0,6 V vs. ECS à +0,7 
V vs. ECS. Les CVs ont été tracées au cours des chronoampérométries en interrompant 
l’imposition du potentiel contant. Généralement les CVs sont enregistrées au début de la 
chronoampérométrie, quand le courant est encore très faible, lorsque dans le courant est 
proche de ses valeurs maximales puis lorsqu’il chute parce que le substrat est consommé.  
 
4. Piles à combustible microbiennes 
 
Les piles à combustible microbienne sont équipées de cathodes à air. Elles ont été de 2 types: 
a) un design conventionnel, tel qu’introduit par B. Logan (Université de Pennsylvanie) qui est 
comparable à la majorité des études reportées dans la bibliographie 
b) un nouveau design développé au LGC, appelée pile à cathode amovible. 
   
Pile microbienne à combustible avec cathode à air  
Ces PACMs en plexiglass ont été réalisées par l’atelier du LGC (Fig. 5). Elles ont un volume 
anodique de 75 mL et une cathode à air ronde de 19 cm2 de surface, fixée en position 
verticale. Un piquage dans le corps de la pile permet d’introduire une électrode de référence 
ECS pour mesurer les potentiels de l’anode et de la cathode. Les cathodes ont été fournies par 
le partenaire PaxiTech (Grenoble) du projet AgriElec. Ce sont des cathodes en graphite qui 
contiennent 1,5 mg de catalyseur Pt par cm2 et 60% de polytétrafluoroéthylène (PTFE). Un 
collecteur de courant en laiton a été fixé en contact avec la cathode du côté exposé à l’air. Les 
anodes en tissu de carbone (1 cm2) ont été préalablement formées dans un réacteur à 3 
électrodes (volume de lixiviat de terreau 150 mL, référence ECS, contre-électrode en grille de 
platine) sous chronoampérométrie à -0,2 V vs. ECS à température ambiante pendant environ 
30 jours. Les anodes microbiennes ont ensuite été transférées dans les PACMs.  
 
 
Figure 5. Pile à combustible microbienne avec cathode à air. 
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En fonctionnement normal, les piles débitent dans une résistance fixe de 330 Ω aux bornes de 
laquelle la différence de potentiel est enregistrée en continu. Des courbes de polarisation ont 
été tracées en faisant varier la résistance de 1 Ω à 33 kΩ. La différence de potentiel est 
mesurée aux bornes de la résistance et le potentiel de chaque électrode est mesuré par rapport 
à l’électrode de référence.  
 
Pile à combustible microbienne avec cathode à air amovible 
Les piles à combustible microbiennes avec cathode à air amovible ont été conçues avec des 
anodes en feutre de graphite (Fig. 6). Les anodes ont été polarisées à -0,2 V vs. ECS pendant 
13 jours à température ambiante dans les réacteurs de 500 mL avec un barreau de graphite 
servant de contre-électrode. Le même réacteur sert ensuite de compartiment anodique lorsque 
la contre électrode est retirée. Les cathodes à air (PaxiTech) sont posées en position 
horizontale sur la partie supérieure du goulot du réacteur. Les cathodes à air contenaient 2,5 
mg de Pt par cm2 et 50% de polytétrafluoroéthylène (PTFE). Un collecteur de courant en acier 
inoxydable est appliqué sur la face de la cathode exposée à l’air. Dans ce cas les réacteurs 
sont équipés d’un tube auxiliaire qui permet d’ajuster le niveau de la solution, mais aussi de 
mesurer le potentiel de l’anode et de la cathode par rapport à une électrode de référence 















Figure 6. Schéma de la pile à combustible microbienne avec cathode à air amovible.  
 
 
5. Observation microscopique des électrodes microbiennes 
 
L’observation microscopique des électrodes microbiennes est faite à 2 échelles avec : 
1) la microscopie électronique à balayage (MEB) qui permet la visualisation des bactéries 
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5.1 Microscopie électronique à balayage (MEB) 
 
Appareillage 
La colonisation des anodes microbiennes a été observée au Service Commun d’Analyses du 
Laboratoire Génie Chimique sous un microscope électronique à balayage (LEO 435 VP-Carl 
Zeiss SMT) muni de diaphragmes de 30, 50 et 700 µm, avec l’aide de Marie-Line de Solan.  
 
Préparation des échantillons 
Afin d’être observées au MEB, les électrodes microbiennes doivent être fixés chimiquement 
puis déshydratées. Le protocole de préparation des échantillons comprend cinq étapes: 
 
1) Fixation  
Le but de la fixation chimique est de créer une réticulation pour éviter la solubilisation  des 
biofilms dans l’eau et dans les solvants organiques qui seront utilisés lors de la déshydratation 
(alcool, acétone…). Cette étape bloque en outre les systèmes enzymatiques et stoppe toute 
évolution microbienne. Les électrodes ont été fixées pendant 20 minutes avec une solution 
composée de 1 volume de tampon phosphate (400 mM, pH=7,4), 2 volumes  de 
gluteraldéhyde 4% (w/v) et 1 volume d’eau distillée.  
 
2) Lavage  
Les électrodes sont rincées 2 fois pendant 15 minutes avec une solution contenant 1 volume 




Par rapport à la fixation initiale, la post-fixation est une étape de préparation qui rend 
l’échantillon plus stable dans le temps. Les échantillons sont fixés pendant 1 heure dans une 
solution contenant 2 volumes d’osmium tetroxyde à 2% (w/v), 1 volume de tampon phosphate 
(400 mM, pH=7,4) et 1 volume de saccharose (400 mM). 
 
4) Déshydratation  
La déshydratation a été faite à l’acétone avec successivement une solution  d’acétone à 50 % 
(v/v) pendant 5 minutes, une solution d’acétone à 70 % (v/v) pendant 5 minutes, une solution 
d’acétone à 100 % (v/v) pendant 30 minutes, une solution d’acétone et 
d’hexamethyldisilazane (50:50) jusqu’à l’évaporation totale. L’acétone remplace l’eau 
contenue dans les cellules puis, en évaporant, laisse l’échantillon parfaitement sec. 
 
5) Métallisation 
Juste avant la visualisation au microscope, les échantillons sont recouverts par "vaporisation" 
d’une fine couche d’or d’environ 10 nm pour rendre la surface de l’échantillon conductrice.  
 
La figure 7 représente l’image MEB d’un biofilm formé à partir de lixiviat de terreau pendant 
30 jours sur une électrode en tissu de carbone (2 cm2) polarisée à -0,2 V vs. ECS à 
température ambiante. 













Figure 7. Image MEB d’un biofilm obtenu à partir de lixiviat de terreau sur  
une électrode en tissu de carbone. 
 
 
5.2 Microscopie à épifluorescence 
 
Appareillage 
La répartition globale du matériel biologique a été examinée sur les surfaces anodiques par 
microscopie à épifluorescence. Les biofilms ont été visualisés par Benjamin Erable avec un 
microscope Carl Zeiss Axio Imager-M2 équipé avec une source de lumière (HBO 50/ac 
mercure) et un filtre Zeiss 09 (excitateur HP450-490, réflecteur FT-10, filtre barrière LP520). 
Les images ont été acquises avec une caméra monochrome numérique (Evolution VF) et 
traitées avec le logiciel AxioVision. Les coupes d’images ont été prises tous les 0,5 µm 
suivant l’axe perpendiculaire à la surface de l’échantillon puis la structure du biofilm est 
reconstitué numériquement.  
 
Préparation des échantillons 
Les biofilms sont marqués avec un fluorochrome spécifique des acides nucléiques (acridine 
orange 0,01%, A6014 Sigma) pendant 10 minutes puis ils ont été lavés soigneusement avec 




Figure 8. Structure 3D du biofilm sur une électrode en graphite visualiseé par  
microscopie à épifluorescence. 
Chapitre II : Matériels et méthodes 
 77 
 
La figure 8 représente la structure 3D d’un biofilm obtenu à partir de lixiviat de terreau 
pendant 28 jours sur une électrode en graphite polarisée à -0,2 V vs. ECS à 40oC. 
 
 
6. Techniques analytiques de dosage des combustibles 
 
6.1 Dosage enzymatique de l’acétate 
 
Le dosage de l’acétate a été réalisé avec le Kit enzymatique "Acetic Acid" (Megazym, Cat. 
No K-Acetak). Le principe consiste en 3 étapes: transformation de l’acide acétique en acétyl-
phosphate grâce à l’enzyme acétate kinase; formation du pyruvate et réaction du pyruvate 




Figure 9. Principe du dosage enzymatique de l’acétate. 
 
Une quantité de NAD+ est formée qui correspond stoechiométriquement à la quantité 
d’acétate. La concentration de NAD+ est mesurée par spectrophotométrie à 340 nm. 
 
 
7. Techniques moléculaires d’analyse des biofilms microbiens 
 
7.1 Analyses par pyroséquençage 
 
Le pyroséquençage est une technique qui permet d’effectuer une analyse des populations 
microbiennes au sein d’un biofilm après extraction de l’ADN (Ahmadian et al. 2000; Fakhrai-
Rad et al., 2002). En 2007, cette technique a montrée son efficace pour caractériser la 
diversité microbienne du sol (Roesh et al., 2007). Les ADNs des biofilms EA formés dans ces 
travaux de thèse ont été purifiés par LEMiRE et le pyroséquençage a été sous-traité à un 
laboratoire privé aux Etats-Unis. 






































































Etat de l’art sur les biofilms 
EA formés à partir de terreau 
de jardin
 




La compréhension et la mise en œuvre des biofilms EA est un sujet de recherche dans le 
Laboratoire de Génie Chimique (LGC) qui date du début  des années 2000. Cette thèse a eu 
comme repères plusieurs résultats obtenus pendant les 10 ans de recherche au LGC sur les 
biofilms EA. La première section de ce chapitre rappelle les résultats qui ont servi de point de 
départs pour cette thèse essentiellement tirés des travaux de thèse de Sandrine Parot (Parot, 
2007) et de Bibiana Cercado (Cercado-Quezada, 2009). La deuxième partie présente les 
objectifs et les choix qui ont été faits a priori avant de commencer le travail expérimental. 
D’autres paramètres tels que la source de d’inoculum et la salinité du milieu ont été analysés 
dans des manipulations préliminaires dont les résultats sont présentés dans la troisième 
section. Enfin, la quatrième partie porte sur l’étude des transferts électroniques au sein des 
biofilms de terreau de jardin.     
 
2. Etat de l’art au Laboratoire de Génie Chimique 
 
2.1 Source d’inoculum et substrat 
 
Les anodes étaient initialement formées directement dans le terreau. Une procédure 
particulière a ensuite été mise en place durant la thèse de Bibiana Cercado-Quezado (Cercado-
Quezada, 2009) qui consiste à percoler le terreau de jardin avec une solution de KCl et utiliser 
le lixiviat obtenu comme inoculum pour former les biofilms EA.  
 
Ces dernières années l’ensemble des expérimentations réalisées au LGC ont été effectuées 
avec de l’acétate 10 mM comme substrat (Dulon et al., 2007; Dumas et al., 2007; Erable et 
al., 2009b; Cercado-Quezada et al., 2010b). C’est le substrat le plus souvent utilisé dans le 
domaine des PACM parce qu’il donne en général des densités de courant élevées avec toute 
sorte de sources de micro-organismes, y compris le terreau de jardin (Parot et al., 2008b). 
C’est également un combustible qui est facilement consommée par les micro-organismes et 
est disponible dans de nombreux environnements naturels et effluents. 
 
2.2 Procédure de formation de biofilms EA sous potentiel imposé 
 
Au LGC, les anodes microbiennes sont le plus souvent étudiées avec des dispositifs 
électrochimiques à 3 électrodes. Dans ce type de système les anodes microbiennes sont 
formées sous chronoampérométrie (Parot et al., 2008a). La chronoampérométrie permet 
d’enregistrer le courant fourni par le biofilm EA au cours du temps alors que le potentiel est 
maintenu constant. Une chronoampérogramme classique d’établissement de biofilm EA est 
représenté sur la fig. 1.  
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Figure 1. Chronoampérogramme classique obtenu lors de la formation d’un biofilm EA  
 à partir de terreau de jardin. 
 
Ce biofilm a été obtenu à partir de lixiviat de terreau contenant de l’acétate comme substrat. 
L’électrode est polarisée sous un potentiel constant de -0,2 V vs. ECS pendant plusieurs jours 
à température ambiante (20±2oC). Pendant les premières heures/jours (1) les bactéries sont 
sujettes à une phase d’acclimatation aux nouvelles conditions expérimentales, le courant est 
en conséquence presque nul. L’établissement du biofilm et/ou l’acclamation des bactéries à la 
respiration de l’anode se traduit par une augmentation du courant due à l’oxydation de 
l’acétate (2) (Fig. 1). Lorsque la concentration d’acétate tend vers zéro le courant chute (3). 
Un nouvel ajout d’acétate fait remonter le courant et forme un nouveau pic. (4). Les deux à 
trois premiers pics de courant ont généralement des maxima de courant et des aires qui 
croissent traduisant la croissance progressive du biofilm ou l’établissement de son activité 
électrochimique. En conclusion, la chronoampérométrie permet de former des anodes 
microbiennes et de suivre leur développement au cours du temps. 
 
2.3 Matériau d’électrode  
 
Les travaux de Cercado et al. (publication en cours de rédaction) ont montré que le tissu de 
carbone (Fig. 2) est le meilleur matériau parmi les électrodes de carbone pour la formation des 
anodes microbiennes à partir de terreau de jardin.  
 
 
Figure 2. Image en microscopie électronique à balayage de la surface  
d’une électrode en tissu de carbone. 
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Pour cela, 4 matériaux: feutre de carbone, feutre de carbone microporeux, tissu de carbone et 
tissu de carbone microporeux ont été étudiés sous polarisation constante à -0,4 V vs. ECS et 
+0,1 V vs. ECS. Toutes les expériences ont été effectuées à 40oC. Quelque soit le potentiel 
imposé, les densités maximales de courant ont été obtenues avec le tissu de carbone (6 A/m2 à  
-0,4 V vs. ECS et 12 A/m2 à +0,1 V vs. ECS). 
 
2.4 Potentiel de polarisation 
 
Cercado et al. ont étudié l’effet du potentiel de polarisation sur  une électrode en tissu de 
carbone. Trois expériences en parallèle ont été réalisées où 3 électrodes en tissu de carbone 
ont été polarisées à -0,4; -0,2 et +0,1 V vs. ECS dans des conditions identiques.  (Cercado et 
al., publication en cours de rédaction). Des densités de courant de 4, 8 et 10 A/m2 ont été 
respectivement obtenues. Les résultats ont montré que +0,1 V vs. ECS est le potentiel qui 
donne les densités de courant les plus élevées, mais nous avons choisi le potentiel de -0,2 V 
vs. ECS qui constitue un bon compromis entre courant élevé et bas potentiel. En effet, l’anode 
d’une pile doit assurer le courant le plus élevé possible au potentiel le plus bas possible. Le 
potentiel de -0,4 V vs. ECS permettrait de former des biofilms EA mais en sacrifiant trop la 
valeur de l’intensité. Le potentiel de +0.1 V vs. ECS  serait trop élevé pour une pile. La valeur 
de -0.2 V vs. ECS est la plus proche de celle à laquelle une anode efficace devrait fonctionner 




L’effet de la température (10, 30, 40, 50 et 60oC) a été testé sur la production de courant 
fournie par des biofilms EA obtenus à partir de terreau de jardin (Cercado-Quezada et al., 
2010b). Pour cela, les biofilms ont été formés sur des électrodes en graphite polarisées à +0,1 
V vs. ECS à partir de terreau acclimaté à l’oxydation de déchets issus d’une ligne de 
fabrication de yaourts (substrat). Des densités de courant de 50, 500, 1450, 700 et 1100 
mA/m2 ont été obtenues respectivement à chacune des températures. Les densités les plus 
élevées correspondaient donc à 40 et 60oC. La température de 40oC est aisée à contrôler en 
laboratoire et elle se rapproche par exemple de la température de méthanisation des effluents 
(37oC). La température de 40°C a donc été choisie pour la majorité des expériences présentées 
dans ce manuscrit à la fois pour des raisons pratiques et parce qu’elle ne s’éloigne pas de 
conditions faciles à maintenir dans le domaine des bioénergies. Une partie des manipulations 
ont toutefois été effectuées à température ambiante (20±2oC), qui sera vraisemblablement la 
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3. Quels nouveaux objectifs pour la thèse ? 
 
3.1 Bilan des travaux antérieurs au LGC  
 
En résumé, le bilan des travaux antérieurs réalisés au LGC présenté ci-dessus a permis de 
choisir un certain nombre de paramètres opératoires qui seront des valeurs nominales pour 
l’ensemble de ce travail de thèse : 
a) terreau de jardin comme source d’inoculum, utilisé sous forme de lixiviat, avec une 
concentration d’acétate 10 mM utilisé comme substrat (combustible) 
b) formation de biofilms EA en réacteurs à 3 électrodes sous polarisation 
(chronoampérométrie) 
c) matériau de l’électrode : tissu de carbone 
d) potentiel de polarisation de -0.2 V vs. ECS 
e) température soit ambiante soit de 40°C 
 
3.2 Nouveaux objectifs  
 
Les objectifs principaux de la thèse présentée ici sont les suivants: 
1) Optimiser les performances des anodes microbiennes obtenues à partir de terreau de 
jardin et les obtenir de façon reproductible, dans ce cadre une nouvelle stratégie a été 
développée pour accélérer la formation de biofilms EA  
2) Passer de la formation de l’anode en système à 3 électrodes à la conception d’une 
PACM  
3) Pérenniser le fonctionnement des anodes sur de longues périodes 
4) Tenter d’améliorer le transfert électronique entre biofilms et électrodes, dans ce cadre 





Les paramètres précédents ont été fixés sur la base de l’expérience acquise. Deux autres 
paramètres : la marque du terreau d’origine et la salinité du milieu ont été déterminés par des 
manipulations préliminaires.  
 
4.1 Le terreau  
 
Le LGC avait acquis une expérience de formation des biofilms EA sur des anodes à partir du 
terreau de jardin de type « Terreau universel avec lombricompost », marque « Eco-Terre » 
(Parot et al., 2008b; Parot et al., 2008a). En 2010, a cause d’une rupture de production chez le 
fournisseur du terreau qui avait toujours servi pour les études menées au LGC, d’autres 
marques de terreaux ont dû être testées pour leur éventuelle capacité à former des biofilms 
EA. 
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Chronoampérométries 
Ainsi quatre autres type de terreaux ont été testées en parallèle dans des réacteurs à 3 
électrodes, à température ambiante, sous polarisation à -0,2 V vs. ECS avec de l’acétate 10 
mM comme substrat. Les densités de courant fournies par chacun des terreaux sont reportées 
sur la figure 3. Les marques et caractéristiques des terreaux A, B, C et D sont données dans le 
tableau 1 du chapitre II. Le terreau A n’a pas fourni de courant d’oxydation mais un courant 
de réduction (Fig. 3A). Les faibles valeurs du courant de réduction n’ont toutefois pas 
présenté d’intérêt pour la suite. Le terreau B a fourni un courant maximal d’oxydation de 
seulement 1,2 A/m2 (Fig. 3B). Des densités de courant intéressantes (6 A/m2) ont été obtenues 
avec le terreau C, qui est celui habituellement utilisé au LGC (Fig. 3C) mais en rupture de 
production et, par chance, le terreau D a fourni des densités de courant encore plus élevées (9 
A/m2) après 24 jours de polarisation (Fig. 3D). Sur les figures 3C et 3D chaque pic de courant 
correspond à l’introduction d’acétate suivi par sa disparition due à l’oxydation anodique et 
aux processus planctoniques.   
 
 
Figure 3. Chronoampérométries à -0,2 V vs. ECS  
avec quatre types de  terreaux différents. 
 
Dans l’ensemble du travail de thèse la formation des biofilms EA a été réalisée en utilisant les 
terreaux C ou D comme source d’inoculum. Il faut noter que dans chaque étude (chaque 
chapitre) un seul type de terreau a été utilisé tout au long des expériences, ce qui a permis de 
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Voltammétries cycliques 
A différents temps la chronoampérométrie a été stoppée pour réaliser une voltammétrie 
cyclique à 10 mV/s. Sur la figure 4 sont représentées les CVs obtenues quand les densités de 
courant étaient maximales lors des CAs effectuées avec les terreaux C et D (Fig. 4, 
respectivement jour 36 et jour 30). La forme sigmoïdale très proches des voltammétries 
indique des comportements similaires des 2 biofilms. L’oxydation a commencé vers  -0,45 V 
vs. ECS. Chaque électrode a atteint un plateau de courant maximal à partir de -0,3 V vs. ECS. 
Notons que les densités de courant maximales données par les CVs étaient identiques aux 
valeurs enregistrées sous chronoampérométrie à -0,2 V vs. ECS. Ce type de comportement 
sigmoïdal a également été identifié sur des biofilms formés avec des cultures pures de 
Geobacter sulfurreducens (Marsili et al., 2008a; Marsili et al., 2010).  
 
 
Figure 4. Voltammétrie cyclique (10 mV/s) des biofilms formés à partir des terreaux C et D sur 
des électrodes en tissu de carbone polarisée à -0,2 V vs. ECS.  
Les CVs ont été effectuées lorsque les CA étaient proches du courant maximal. 
 
Evolution du pH 
L’évolution du pH dans le milieu réactionnel (Fig. 5) de chaque type de terreau a été suivie 
tout au long des chronoampérométries (Fig. 3). L’évolution du pH a été différente suivant les 
terreaux. Les terreaux qui ont formé des biofilms EA générant les densités de courant élevées 
(terreau C et D) avaient un pH initial dans la gamme 7,0 à 7,5 et leur pH s’est 
progressivement alcalinisé au cours de la polarisation jusqu’à un pH légèrement basique 
autour de 9. Au contraire, les terreaux qui n’ont pas fourni du courant intéressant en oxydation 
(terreaux A et B) avaient un pH initial plus élevé, entre 7,7 et 8,4. Le pH du terreau B n’a 
presque pas évolué au cours du temps (pH final de 8,6). Il est possible qu’un pH initial 
légèrement basique, comme le terreau B, ne soit pas favorable à la formation de biofilms EA.  
 
 












Figure 5. Evolution du pH lors de chronoampérométries représentées sur la figure 3 
 (intervalle de confiance <0,1). 
 
 
4.2 Choix de la concentration en sels ajoutés dans la solution 
 
Une force ionique élevée de l’électrolyte est bénéfique pour tous les réacteurs 
électrochimiques afin de diminuer la résistance interne des réacteurs. Il est connu que plus la 
force ionique de l’électrolyte est élevée plus la vitesse de migration des ions dans la solution 
est rapide et ainsi la résistance interne des réacteurs diminue. Pour évaluer la capacité de nos 
anodes microbiennes d’accepter des forces ioniques élevées, des quantités de KCl ont été 
progressivement ajoutées dans le réacteur, lorsque l’électrode sous polarisation fournissait un 
courant maximal stable, afin d’atteindre des concentrations de 60, 110 et 160 mM. Au-delà de 
60 mM de KCl ajouté, qui résulte en une conductivité de 7,5 mS/cm, la salinité a fait diminuer 
le courant obtenu. (Fig. 6). La densité maximale obtenue était de 7 A/m2, l’augmentation de la 
salinité à 110 et 160 mM de KCl a fait diminuer la densité de courant jusqu’à respectivement, 
4,5 et 4 A/m2. 60 mM de KCl ajouté a donc été choisi comme condition standard pour la suite.  
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5. Stratégie générale 
 
Finalement, deux paramètres supplémentaires ont été fixés par rapport à ceux détaillés dans le 
paragraphe 3.1 : une nouvelle marque de terreau a permis de pallier la rupture du fournisseur 
initial et l’ajout de KCl dans le milieu a été fixé à 60 mM.   
 
Pour atteindre les objectifs listés au paragraphe 3.2 et eu égard à la longueur des 
manipulations, environ un mois pour la plupart, plusieurs études ont été menées en parallèle et 
il n’a souvent pas été possible d’intégrer les résultats de l’une dans le déroulement des autres. 
Chacun des chapitres de ce mémoire correspond aux résultats essentiels obtenus sur une étude 
spécifique. Les conditions opératoires standards définies dans le paragraphe précédent 
constituent le socle commun de l’ensemble des volets du travail.  
 
 





























































Transfert électronique au sein 
des biofilms formés à partir de 
terreau de jardin
 




Les électrodes jouent évidemment un rôle majeur dans la formation des biofilms EA, le 
matériau, les propriétés de surface, la morphologie, etc. influencent directement les 
performances des biofilms EA et par incidence des PACMs (chapitre 3). Curieusement, à la 
date du début de ces travaux, aucun groupe de recherche n’avait encore envisagé de former 
des biofilms EA en utilisant des ultra-microélectrodes (UMEs) comme support. Plusieurs 
études ont été menées pour miniaturiser des PACMs jusqu’à des volumes de l’ordre de 
quelques microlitres ou millilitres, mais ces tentatives ne mettaient pas en œuvre les 
propriétés des UMEs. A notre connaissance jusqu’au présent une seule étude a été publiée en 
2010 sur l’utilisation des UMEs pour développer des biofilms EA (Liu et al., 2010c).  
 
Une ultra-microélectrode est généralement définie comme une électrode ayant au moins une 
dimension (largeur d’une bande ou rayon d’un disque par exemple) égale ou inférieure à 25 
µm (Bard and Faulkner, 2001). Les électrodes ayant au moins une dimension entre 26 µm et 
500 µm sont appelées micro-électrodes et il est convenu que les dimensions des macro-
électrodes sont supérieures à 500 µm (Tableau 1).  
 
                        Table 1. Nomenclature des électrodes avec différentes tailles. 
 
 
Comme la dimension d’une UME se rapproche de l’ordre de grandeur d’une couche de 
diffusion, le transfert de masse est renforcé autour de l’électrode d’une manière qui augmente 
fortement la densité de courant fournie par une UME par rapport à une macro-électrode. 
Depuis la découverte de leur propriétés en 1980, les UMEs on été largement exploitées dans 
divers domaines de l’électrochimie, en particulier pour l’analyse des mécanismes de transfert 
d’électrons.   
 
La suite de ce chapitre est organisée en 3 parties autour de l’article "Ultra-microelectrodes 
increase the current density provided by electroactive biofilms by improving their electron 
transport ability", publié dans le journal Energy & Environmental Science. Une première 
partie présente la procédure expérimentale suivie pour vérifier la qualité des UMEs que nous 
avons fabriquées, ensuite le texte de l’article est inséré, puis la dernière partie fait quelques 
commentaires sur l’article.  
 
 
2. Vérification des  ultra-microélectrodes (UMEs) 
 
Après leur fabrication, les UMEs de platine ont été testées par voltammétrie cyclique avec une 
vitesse de balayage de 10 mV/s dans une solution de ferrocyanure de potassium 5 mM et KCl 
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100 mM. L’objectif était de s’assurer du comportement électrochimique des UMEs, en 
particulier de l’absence de résistance  parasite qui pourrait être induite lors de la fabrication 
des UMEs  par une connexion défectueuse, une mauvaise soudure, un dépôt de corrosion, etc. 
et donc de la bonne qualité des UMEs (Fig. 1).  
 
 
Figure 1. Voltammétrie cyclique (10 mV/s) d’une ultra-microélectrode en platine  
(l=2 cm, d=25 µm). 
 
Le profil des CVs obtenues est caractéristique du voltamogramme d’une ultra-microélectrode 
(Marken et al., 2010), ce qui permet de valider l’étape de conception des UMEs. Cette étape 
nous a conduit à rejeter un certain nombre d’UMEs car la mise en œuvre de fils de platine 
d’aussi faibles diamètres tenait du défi expérimental.  
 
 
3 Article 1: Augmentation de la densité de courant généré par les UMEs en améliorant 
la capacité de transport d’électrons 
La formation des biofilms électroactifs sur des UMEs a été étudiée dans les conditions 
standard définies au chapitre III : des lixiviats de terreau comme source d’inoculum 
supplémentés avec de l’acétate 10 mM, des biofilms formés sous polarisation à -0.2 V vs. 
ECS sur des électrodes en tissu de carbone et à 40oC. La partie de modélisation qui a amené 
des informations supplémentaires sur la façon dont l’effet UME agit sur le transfert 
électronique au sein des biofilms a été réalisée avec l’aide d’Alain Bergel. 
 
La plupart des expériences ont été effectuées en parallèle afin de comparer des ultra-
microélectrodes et des macro-électrodes. Quatre électrodes ont été fabriquées à partir de fils 
de platine ayant respectivement un diamètre de 25 µm, 50 µm, 500 µm et 1 mm. Des 
voltammétries cycliques (1 mV/s) ont été effectuées tout au long des chronoampérométries. 
 
Les principaux résultats présentés dans l’article publié dans « Energy & Environmental 
Science » sont les suivants : 
 • L’UME fabriquée avec le fil de platine le plus fin (25 µm) a fourni la densité de 
courant maximale de 66 A/m2, tandis qu’une densité de courant de seulement 7 A/m2 a été 
obtenue avec les électrodes d’un diamètre plus grand (500 µm et 1 mm) qui leur ôte tout effet 
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« micro- ». Les électrodes en fil de platine ont subi un effet ultra-microélectrode pour les 
diamètres inférieurs ou égaux à 50 µm, ce qui est en concordance avec la théorie. 
 • L’effet ultra-microélectrode améliore le transport d’électrons dans le biofilm et les 
processus électrochimiques ne sont pas limités par les cinétiques microbiennes dans les 
biofilms formés sur les UMEs.  
• Les voltamogrammes obtenus à faible vitesse de balayage (1 mV/s) sont similaires à 
ceux reportés dans la bibliographie pour des biofilms formés à partir de cultures pures de G. 
sulfurreducens. Les concentrations des molécules redox contenues dans le biofilms qui ont été 
tirées des CVs effectuées alors que l’acétate était complètement consommé (non-turnover 
CV) étaient d’environ 0,4 et 0,6 mM. Ces valeurs sont proches de celles tirées de la 
bibliographie (1 mM) pour les biofilms de G. sulfurreducens.  
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ABSTRACT 
Electroactive biofilms were formed from garden compost leachate on platinum wires under 
constant polarisation at -0.2 V vs. SCE and temperature controlled at 40°C. The oxidation of 
10 mM acetate gave maximum current density of 7A/m2 with the electrodes of largest 
diameters (500 and 1000 µm). The smaller diameter wires exhibited an ultra-microelectrode 
(UME) effect, which increased the maximum current density up to 66 A/m2 with the 25-µm-
diameter electrode. SEM imaging showed biofilms around 75 µm thick on the 50-µm-
diameter wire, while they were only 25 µm thick on the 500-µm-diameter electrode. Low 
scan cyclic voltammetry (CV) curves were similar to those already reported for biofilms 
formed with pure cultures of G. sulfurreducens. Concentrations of the redox molecules 
contained in the biofilms, which were derived from the non-turnover CVs, were around 0.4 to 
0.6 mM, which was close to the value of 1 mM extracted from literature data for G. 
sulfurreducens biofilms. A numerical model was designed, which demonstrated that the 
microbial anodes were not controlled here by microbial kinetics. Introducing the concept of 
average electron transport length made the model well fitted with the experimental results, 
which indicates rate control by electron transport through the biofilm matrix. According to 
this model, the UME effect improved the electron transport network in the biofilm, which 
allowed the biofilm grow to greater thickness. 
 
Introduction 
For about 10 years microbial fuel cells (MFCs) have been proposed as a promising alternative 
for producing electrical energy from renewable sources. Great advances in MFC technology 
have been achieved by exploring various microbial communities,1 substrates,2 electrode 
materials/sizes/shapes, and cell designs. Nevertheless, the power densities provided by MFCs 
now tend to level off around 6.9 W/m2,3 which corresponds to a current density around 10 
A/m2. A recent study has described a MFC producing 30 W/m2, i.e. a current density of 33 
A/m2, but it remains the subject of debate.4-7 In well-controlled electrochemical conditions, 
under constant potential chronoamperometry, microbial cathodes formed with a pure culture 
of Geobacter sulfurreducens have reached 20.5 A/m2 for the reduction of fumarate.8 This high 
current density has been obtained at very low potential, which is not of interest for MFC but is 
relevant for microbial electrosynthesis. Increasing the current density that can be provided by 
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microbial electrodes remains an essential challenge in developing MFC and other 
technologies related to microbial electrochemistry.  
Since their discovery in about 1980, ultra-microelectrodes (UMEs) have been largely 
implemented in different fields of electrochemistry but they are still rarely used to investigate 
microbial electrodes. UMEs have been comprehensively described and theorised.9 A UME is 
generally defined as an electrode having at least one dimension (e.g. width of a band, radius 
of a disk) equal to or smaller than 25 µm. As the dimension of a UME approaches the order of 
magnitude of a diffusion layer, mass transfer is enhanced in a way that greatly increases the 
current density provided by the electrode.  
Several works have dealt with millilitre- and microlitre-scale MFCs10-11 with a view to various 
applications such as power sources for ultra-small electronics12  or implantable medical 
devices.11-13 Arrays of micro-MFCs coupled to microfluidic systems have also been designed 
for high-throughput identification of electroactive microorganisms.10-14 Nevertheless, as can 
be seen in Table 1, these micro-devices do not approach electrode sizes small enough for a 
UME effect to be observed.15-18 It has sometimes been remarked that small scales can improve 
the energy output levels19, but a recent review has evidenced that the existing micro-MFCs 
generally show lower performance than their millilitre counterparts.11  
 
Table 1. Overview of miniature MFCs, based on the review10,11 with supplements. 
Inoculum 
Anode 
































 (2 cm2) and 
reticulated 
vitrous carbon 
 (2  cm2) 
- 1,2 mL Lactate Ferricyanide 0,7 11000 4000 20 
Mixed bacterial 
culture 
Carbon cloth  
(7 cm2) 
- 2,5 mL Acetate Air - 9000 1800 3 
Geobacter 
sulfurreducens Gold (7,8 cm
2) - 7 mL Acetate - - - 688 27 
Saccharomyces 
cerevisiae Gold (1,2 cm
2) - 15 µL Glucose Ferricyanide 0,49 302 4 13 
Saccharomyces 
cerevisiae Gold (0,51 cm
2) - 16 µL Glucose Ferricyanide 0,5 150 0,023 19 
Shewanella 
oneidensis MR-1 Gold (0,51 cm





7 mm 650 µL 
Tryptic 
soy broth 





7 mm 650 µL 
Tryptic 
soy broth 
Ferricyanide 0,51 5,5 0,4 14 
Shewanella 
putrefaciens Gold (0,02 cm
2) 1,6 mm 10 µL Lactate - - 3,8 - 15 
Shewanella 







- 144 µL Acetate Ferricyanide - - 65 17 
 
For example, since the development of the first µL-scale MFC in 2006, which produced 0.023 
mW/m2,20the power density delivered by micro-MFCs has increased only to 4 W/m2.21  
To our knowledge, UMEs were first introduced into the field of electroactive biofilms by D.R. 
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Bond and co-workers.22 Biofilms of Geobacter sulfureducens were grown on a uniform gold 
electrode on the one hand, and on arrays of 10 µm wide lines separated by non-conductive 
material on the other. Both microbial electrodes were tested for the oxidation of acetate under 
constant polarisation at +0.242 V vs. SHE. It was observed that the biofilm grew 15 µm 
outward from the gold micro-lines in a semicylinder, resulting in 4-fold more biomass over 
the line electrodes than over the uniform electrode. In consequence, the current density (with 
respect to the gold surface area) was increased from 4 A/m2 on the uniform electrode to 16 
A/m2 on the micro-line array. To our knowledge, this article remains the only study that has 
used microelectrodes to grow electroactive biofilms. 
In the present work, platinum wires were used to form wild biofilms from garden compost. 
These biofims have already exhibited a good capacity to catalyse the oxidation of dairy 
wastes on graphite anodes,23-24 and they were implemented here for acetate oxidation under 
constant potential at -0.2 V vs. SCE (+0.042 V vs. SHE). Decreasing the wire diameter from 
1000 to 25 µm showed an UME effect occurning from 50 µm and below, with current density 
increasing to 66 A/m2 with the 25-µm-diameter wire. A theoretical model gave insights into 
the electron transfer pathway inside the biofilm and the way, in which UME affected the 
biofilm electroactive properties.   
 
Results and discussion 
Experimental results  
Electroactive biofilms were formed on platinum wires of different diameters from the 
microbial flora contained in garden compost. Two platinum wires of 2 cm length and 
diameters of 50 and 500 µm were put into two different electrochemical reactors containing 
150 mL of compost leachate with 10 mM acetate. The two experiments were conducted 
strictly in parallel, at the same time, with the same initial inoculum. The platinum electrodes 
were maintained at -0.2 V vs. SCE. The current density increased rapidly, reaching 3 A/m2 
and 25 A/m2 for the 500-µm and 50-µm-diameter electrodes, respectively, at day 3 (Fig. 1).  
 
Figure 1. Current densities obtained on 2  wires electrodes colonized by soil bacteria under 
constant potential -0.2 V vs. SCE: (○)50 µm diameter, (◊)500 µm diameter. 
 
Then, the current decreased because of acetate depletion. Successive additions of 10 mM 
acetate restarted current generation. Maximum current densities of 7 A/m2, and 32 A/m2 for 
the 500-µm and 50-µm-diameter electrodes respectively, were achieved after the second 
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acetate addition. The perfect synchronism of the two current-times curves should be noted 
although experiments were performed in different cells. At day 21, when the biofilms were 
still sustaining significant current densities, the electrodes were removed from the reactors 
and replaced by clean platinum wires. Cyclic voltammetry records with the clean electrodes 
showed no oxidation current (data not shown), confirming that the biofilms were responsible 
for the catalysis of acetate oxidation and that current generation was not due to planktonic 
microorganisms or some metabolites produced. 
Four similar experiments were performed with platinum electrodes of diameters 25, 50, 500 
and 1000 µm. As with the previous series, the initial lag time was less than 24 hours and the 
highest current densities were reached after the second addition of acetate (Fig. 2).  
 
Figure 2. Current density obtained with microbial wire electrodes polarized at -0.2 V vs. SCE. 
Wire diameter: (A) 25 µm, (B) 50 µm, (C) 500 µm, (D) 1000 µm. 
 
The biofilms formed on the smallest electrode (25 µm diameter) gave the highest current 
density, of 66 A/m2. The 50-µm-diameter wire provided 19 A/m2, while the two largest wires 
gave identical current density of 7 A/m2. It was thus confirmed that the current density 
increased for the smallest wire diameters, while it did not depend on the wire diameter for the 
largest values (500 and 1000 µm). Moreover, the current densities obtained for these large 
diameters were identical for both experimental series (7 A/m2). The micro-size effect, which 
was observed for diameter values of 50 µm but not observed for the 500-µm and 1000-µm-
diameter wires, perfectly matches the UME theory that determines the critical radius, at which 
the UME effect starts for a cylindrical electrode, around 25 µm.9 For diameters below 50 µm, 
the surface curvature is marked enough to affect mass transfer and biofilm formation. For the 
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largest diameters, the surface curvature was no longer significant to affect the electrode 
behaviour, which becomes similar to a planar electrode. The very high current densities 
obtained with the 25- and 50-µm-diameter wires were not due to the nature of the medium or 
to the electrode material, which gave only 7 A/m2 with wires of large diameter, but to the 
UME effect.  
Figure 3 shows the low scan cyclic voltammograms (CVs) recorded when the current density 
was maximum for the four electrodes (day 5 to 6 depending on the electrode).  
 
Figure 3. Cyclic voltammograms (1 mV/s) of soil biofilms formed on platinum wire electrodes of 
different diameters. CVs were performed at maximum of current density of the 
chronoamperometric experiments (Fig. 2). 
 
Oxidation started at -0.55 V vs. SCE. Each electrode reached a plateau with a maximal current 
density from around -0.25 V vs. SCE and these maximum current densities were identical to 
the values recorded under chronoamperometry at -0.2 V vs. SCE (Fig. 2).  
Figure 4A presents CVs of the 25-µm-diameter electrode at day 5 (132 hours), when it was 
generating the maximum current under chronoamperometry. CVs were performed at 1, 10, 
100 mV/s and then back at 1 mV/s. Identical sigmoid shapes were observed at 1 and 10 mV/s.  
Moreover the first and last CVs performed at 1 mV/s were perfectly identical, showing that 
the biofilm was not disturbed by the successive scans. Marsili et al. have already shown that 
fast scan CVs are not destructive for Geobacter sulfurreducens biofilms.25 Here identical 
results were observed with wild biofilms. It should also be noted that CVs recorded at 10 and 
100 mV/s were similar to the low scan CV, with only a small hysteresis phenomenon 
occurring at 100 mV/s. Here, recording CV at 100 mV/s did not result in an overestimation of 
the current with respect to the steady-state values. This observation was not related to the 
electrode diameter, as can be seen in Fig. 4C, which presents CVs recorded on the 1000-µm-
diameter electrode. The identical quality of the CV curves in the 1 to 100 mV/s scan rate 
range was certainly, to some extend, due to the nature of the biofilm, which was able to 
achieve steady state conditions even when potential was varying at 100 mV/s, and also to the 
quality of the electrode/biofilm interface. Firstly, platinum electrodes have low double layer 
capacitance, which reduces hysteresis due to capacitive currents. Secondly, platinum is known 
to ensure fast electron transfer with cytochromes26 and other proteins.27 The steady- current 
density of 7 A/m2 obtained with the largest electrodes, i.e. in the absence of the UME effect, 
confirms the suitability of platinum to form electroactive biofilms. Gold electrodes, which 
have been generally implemented with pure cultures, have led to smaller current density 
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values around 0.9 A/m2 (ref. 28) to 4 A/m2 (ref. 13) with G. sulfurreducens biofilms 
developed on macro-electrodes. Carbon cloths, graphite felts and other rough or porous 
electrodes have led to higher currents, but they can hardly be compared to a flat platinum 
surface because of their high active surface area vs. projected area. The value of 7 A/m2 
obtained here on flat electrode surfaces identified platinum as a suitable material for carrying 
out fundamental investigations of electroactive biofilms.  
 
Figure 4. Consecutive cyclic voltammograms at different scan rate  
recorded on 25- and 1000-µm-diameter electrodes: 
(A) 25-µm-diameter wire; CVs performed at maximum of current density of CA experiment 
(Fig. 2A), (B) 25-µm-diameter wire; CVs performed after acetate depletion (Fig. 2A), (C) 1000-
µm-diameter wire; CVs performed at maximum of current density of CA experiment (Fig. 2D), 
(D) 1000-µm-diameter wire; CVs performed after acetate depletion (Fig. 2D). 
 
Four similar consecutive CVs were recorded when almost no current was provided under 
chronoamperometry (day 7, 168 hours) because of acetate consumption. Fig 4B and 4D 
present CVs recorded with the 25- and 1000-µm-diameter wires respectively. In the presence 
of acetate, the catalytic current corresponded to multiple turnovers of the redox molecules that 
made up the electron pathway from acetate oxidation to the electrode surface. In the absence 
of acetate, the peaks observed on CVs were only due to the single oxidation and reduction of 
the redox compounds contained in the biofilm (non-turnover conditions).29 The CVs were 
difficult to interpret because they exhibited in both oxidation and reduction directions some 
significant catalytic currents, which were more clearly visible on the 10 and 100 mV/s CVs. 
To explain the catalytic oxidation current, it can be assumed that the acetate was not totally 
depleted. The cause of the cathodic current remains unclear. It may have resulted from the 
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biofilm-catalysed reduction of components contained in the medium. It must be kept in mind 
that the garden compost leachate used here as medium had a complex chemical composition. 
Nevertheless, similar cathodic currents have already been reported even in well-identified 
artificial media with G. sulfurreducens pure cultures, without any conclusive explanation 
yet.16 
The anodic peak current densities given in Table 2 were calculated by subtracting the value of 
the catalytic current measured at the potential upper limit (+0.2 V vs. SCE) from the raw peak 
current. The peak current was approximately proportional to the square root of the potential 
scan rate (v0.5).  
 
Table 2. Anodic peak currents calculated from Fig. 4B and 4C after subtracting the value of the 
catalytic current measured at +0.2 v vs. SCE. 
 
Similar dependence has been observed with pure cultures of G. sulfurreducens.29 In some 
cases a bimodal behaviour (proportionality either to v or to v0.5 depending on the scan rate 
range)16 or less predictable proportionality to v0.7 have also been observed15 with G. 
sulfurreducens biofilms. Theoretically, for conventional electrochemical systems, 
proportionality of the peak current to v indicates that only species adsorbed on the electrode 
surface take part in electron transfer, while proportionality to v0.5 denotes current control by 
diffusion of the reactant. As noted by Schröder and co-workers,34 the current knowledge of 
biofilm electrochemistry is not advanced enough to clearly explain the different behaviours 
observed with biofilms. Nevertheless, it is generally agreed that dependency of the current 
peak on v0.5 indicates a diffusion control. In the case of G. sulfurreducens biofilms, it is 
speculated that electron hopping between the heme centres of the bacterial outer membrane 
and/or electron transfer inside the biofilm matrix by hopping between linked redox proteins 
leads to diffusion characteristics.15  
At the end of 19 days polarisation (Fig 2B et 2C), the electrodes were observed by scanning 
electron microscopy. SEM imaging revealed uniform biofilm coverage (Fig 5A and 5B) with 
a large number of microbial cells (Fig 5C). It seems that the biofilm is connected to the wire 
surface only by certain sites, while some other parts lie over the metal surface without having 
direct contact with it (Fig 5D). A similar structure of biofilm in contact with the electrode 
surface at some separated sites only has already been observed with electroactive biofilms 
formed from sediments.30 However, sample preparation that was used before SEM imaging 
must be taken in mind since it may have significantly disturbed the biofilm structure.  
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Figure 5. Scanning electron microscopy of biofilms formed on wire platinum electrodes with 
different diameters: (A) 50 µm, (B) 500 µm. 
 
The biofilm around the 50-µm-diameter wire has an average thickness of 75 µm (Fig 5A), 
while it was only about 25 µm on the 1000-µm-diameter wire (Fig 5B). Here, the UME effect 
clearly affected the biofilm formation. This result is different from the previous observations 
made by Bond and co-workers who have compared 10-µm-large gold micro-lines and 
uniform rectangular gold electrodes.22 In their case, the biofilm grew 15 µm outward from the 
micro-line electrodes in a semicylinder shape and, similarly, biofilm was 15 µm thick over the 
uniform rectangular electrodes. Biofilms have ceased at similar thickness on both geometries. 
Formation of the biofilm around the gold micro-lines did not benefit from the faster mass 
transfers that were facilitated by the UME effect. The authors have suggested that the 
limitation of biofilm growth may be due to some self-limiting process related to the distance 
of cells from the electrode surface. It is reported in Bond’s work that the biofilm reached its 
maximum current after around 110 hours, while the maximum was reached in the present 
study at 60 hours after the initial acetate addition (50-µm-diameter electrodes). Assuming that 
the biofilms were not far from their final size at these times, the biofilm on the gold micro-
lines grew by around 15 µm in 110 hours while, in this study, it grew by around 75 µm in 60 
hours, which implies biofilm formation rates were higher by a factor of about 10. It can be 
assumed that in the previous study, biofilm formation has been significantly slow not to be 
limited by mass transfer, which explains why the accelerated mass transfers around the gold 
micro-lines did not have any effect. In contrast, the faster biofilm growth observed here can 
result in mass transfer becoming rate-limiting. In the present case, the use of micro-wire 
enhanced mass transfer and favoured the biofilm development. There are important 
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differences between the two studies: electrode material, pure culture vs. wild inoculum, 
different microbial growth rates, richer chemical contents of the medium used here, etc., 
which can explain the difference in biofilm growth.  
The charge due to biofilm oxidation during non-turnover CVs was assessed by integrating the 
peak currents of the 50- and 500-µm-diameter electrodes (Fig. 3). The value of the catalytic 
currents measured at the potential upper limit (+0.2 V vs. SCE) was subtracted before 
integrating the oxidation current, which certainly resulted in underestimating the charge 
related to non-turnover oxidation. The scan performed at 100 mV/s gave a charge amount of 
22 and 45 µCb for the 50- and 500-µm-diameter wires respectively. The corresponding 
volumes of the biofilms derived from SEM imaging were 5.9 10-10 and 8.2 10-10 m3. 
Assuming that the related redox molecules exchange one electron, as is the case for 
cytochromes and other redox proteins that have been detected in electroactive biofilms 
(pyocyanine,31 flavine32) these charge levels gave concentrations of redox molecules inside 
the biofilm of around 0.4 and 0.6 mM for the 50- and 500-µm-diameter wires respectively.  
The same approach was applied to the non-turnover CVs reported by Bond and co-workers at 
100 mV/s with a pure culture of G. sulfurreducens developed on a gold 10-µm-line array 
electrode.22 It gave 120 µCb for a biofilm volume of 10.8 10-10 m3 i.e. 1.0 mM of redox 
molecules inside the biofilm. The results are remarkably consistent even though they are 
related to very different biofilms: a pure culture of G. sulfurreducens in the one case, a wild 
multi-species biofilm in the other. Finally, it is worth noting the strong similarities (sigmoid 
shape of low scan CVs, dependency of non-turnover CV peaks to v0.5) between the results 
obtained here with wild biofilms implemented in a complex natural medium, and results that 
have been reported for pure cultures of Geobacter sulfurreducens in artificial media.25,29,33,34 
 
Theoretical modelling 
We modelled the electrochemical system using the theoretical scheme that Lovley, Tender 
and co-workers have derived for electroactive microbial biofilms33 from previous theoretical 
studies devoted to enzyme-modified electrodes.35-36 The bacterial cells oxidise a non-
electrode-reactive substrate (acetate here) and transfer the electrons to an electrode-reactive 
mediator. By similarity with enzymatic mechanisms, the acetate uptake and oxidation by the 
bacterial cells is assumed to obey Michaelis-Menten kinetics. Acetate uptake is taken into 
account by an equilibrated reaction, with an equilibrium constant Km that expresses the 
affinity of the microorganism for acetate. Then the acetate is oxidised through the metabolic 
pathway with an overall rate constant kcat (Step 1).  
 
                         Km        kcat 
           Step 1:  Micox + Ac            Micox-Ac + 2H2O          Micred
 +  2CO2 + 7H
+ + 8e-  (1) 
 
Micox and Micred represent the oxidised and reduced forms of the microorganism, and Micox-
Ac an intermediate form by similarity to the enzyme-substrate complex in enzyme kinetics. 
The 8 electrons generated by each acetate molecule are extracted from the cell by reducing a 
redox mediator (Step 2).  
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                                                                             k 
           Step 2:  Micred + 8Medox           Micox + 8Medred         (2) 
 
Applying the stationary hypothesis on the Micred species, as is commonly done in enzyme 
kinetics37 gives: 
 
              [Micred] = [Mic] / (1 + kcat/k[MT] + Km/[Ac])               (3) 
 
where [Mic] is the concentration of microbial cells in the biofilm. The usual hypotheses can 
be made:33  
• [Ac] >> Km, which means that acetate concentration is high enough not to be rate-
limiting. It has generally been observed that, above values of around 10 mM, the 
acetate concentration no longer affects the current provided by microbial anodes. 
• kcat >> k [MT], which means that the metabolic reactions that produce electrons are 
faster than the final reduction of the membrane-bound or outer-membrane mediator. 
 
According to these hypotheses [Micred] can be assimilated to the total cell concentration 
[Mic]: 
 
[Micred] = [Mic]           (4) 
 
Step 3 is related to the transfer of electrons from the cells to the electrode surface. Different 
electron transfer mechanisms have been identified. Mediators can be either soluble diffusible 
species, e.g. phenazines,38 thionine,39 flavin32 or biofilm-bound redox species, which are 
linked to the cell outer-membrane and in the extracellular domain of the biofilm. 
Cytochromes have been widely assumed to play the role of bound-mediators.40 As several 
mediators undergo mono-electron redox reaction, the model postulates that the 8 electrons 
produced per acetate molecule reduce 8 mediator molecules. In the present study, we prefer to 
put the stoichiometric coefficient in this Step 2 (reaction between the cell and mediator) rather 
than introduce it on the acetate uptake phase (Step 1), as is done in the scheme proposed 
previously. The final result is unchanged.  
On the electrode surface (Step 4) it is assumed, as in Tender-Lovley’s model, that the electron 
transfer rate is fast enough to ensure Nernst equilibrium (reversible system) between the 
reduced and oxidised forms of the mediator.  
 
           Step 4:  Medred               Medox   + e
-  (formal potential E0’)  (5) 
 
      [Medox]S / [Medred]S = exp {F/RT (E-E
0’)}= ξ       (6) 
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where F is the Faraday’s constant, R is the gas constant, T is temperature (K) and the “S” 
subscript means “at the electrode surface”. Assuming a constant value of the mediator species 
throughout the biofilm: 
 
       [Medred] + [Medox] = [MT]      (7) 
 
where [MT] is the total mediator concentration (this assumption is strictly true if both reduced 
and oxidised species have equal diffusion coefficient). This gives on the electrode surface: 
 
                        [Medred] S = [MT]/(1 + ξ)            (8) 
                       [Medox] S = [MT ξ/(1 + ξ)            (9) 
 
Hypothesis A: Microbial kinetics (Step 1 or 2) are rate-limiting 
If the microbial oxidation of acetate and/or the microbial reduction of the mediator are rate-
limiting, electron transport through the biofilm is comparatively very fast and can ensure 
uniform concentrations of Medred and Medox in the whole biofilm. In this case, the 
concentrations of reduced and oxidised forms of the mediator are controlled by the 
electrochemical conditions, and equations (8-9) become valid in the entire biofilm: 
 
                                                             [Medred] = [MT] / (1 + ξ)          (10) 
                                                             [Medox] = [MT] ξ/(1 + ξ)          (11) 
 
The total flux of electrons produced by the cells in the whole biofilm is transformed into 
current: 
 
                                       j = 8F/A ∫∫∫biofilm k [Micred] [MT] ξ/(1 + ξ) dv            (12) 
 
where j is the current density, A is the electrode surface area and dv is the differential volume.  
For a cylindrical electrode, the current density is obtained by integrating equation (12) from 
the electrode surface (r = r0, where r0 is the electrode radius) to the limit of the biofilm (r = 
r0+δ, where δ is the biofilm thickness) with the differential volume dv = 2πrLdr and the 
electrode surface area A = 2πr0L, where L is the wire length: 
 
                j = 8Fk [Mic] [MT] ξ/(1 + ξ)δ (1+δ/2r0)                 (13) 
 
Equation (13) gives the current density vs. potential curve obtained by voltammetry when the 
scan speed is slow enough to allow Nernst equilibrium to be achieved on the electrode 
surface. When E >> E0’ the mediator is fully oxidised and the ratio ξ/(1 + ξ) tends to unity. 
The limiting current jL becomes: 
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                       jL = 8Fk [Mic] [MT] δ(1+ δ/2r0)                     (14) 
 
which can be combined with equation (13) to lead to the common relationship:  
 
                         j = jL ξ/(1 + ξ)  or   (jL – j)/j =ξ                    (15) 
 
When r0 >> δ, the effect of the electrode curvature vanishes and equations (13-14) tend to the 
expressions valid for planar electrodes:  
 
j = 8Fk [Mic] [MT] ξ(1 + ξ)δ              (16) 
                                         jL=8Fk[Mic][MT] δ                 (17) 
 
With a biofilm thickness of 75 µm for the 50-µm-diameter electrode, equation (13) is far from 
equation (16). In contrast, the cylindrical electrode becomes equivalent to a planar electrode 
for the 500-µm-diameter electrode covered with a 25 µm thick biofilm. This explains why the 
current density no longer varied when the electrode diameter increased above 500 µm.  
The electrodes of 50 and 500 µm diameter exhibited biofilm thickness (δ) of 75 and 25 µm 
and provided maximum current density (jL) of 19 and 7 A/m2 respectively. According to 
equation (14), the ratio of the maximum current densities should be:  
 
jL50/jL500=[Mic]50/[Mic]500[MT]50/[MT]500 75(1+75/50)/25(1+25/500)           (18) 
 
Assuming that concentrations of bacterial cells and redox mediator are equal in both biofilms 
gives: 
 
jL50/jL500 = 75(1+75/50)/25(1+25/500) = 7.1           (19) 
which is far higher than the experimental value of 19/7 = 2.7. It can be concluded that the 
current generation was not controlled by a step related to microbial kinetics (Step 1 or 2). If 
the microbial kinetics was rate-limiting, the 50-µm-diameter electrode would provide far 
higher current density.  
Actually the term δ(1+δ/2r0) is equal to the ratio of the biofilm volume to the electrode 
surface area: 
 
         δ(1+δ/2r0)=π ((r0+δ)
2 - r0
2)L/2πr0L                  (20) 
 
This means that, in the case of control by a microbial step, the current would depend directly 
on the volume of the biofilm. This case was reported by Bond and co-workers.22 They showed 
that the biofilm formed around gold micro-lines gave a 4-fold higher current density than that 
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of the biofilm formed on a flat gold surface with equal total area, because the volume around 
the micro-lines was 4-fold larger. In this case it can be assumed that the microbial anodes 
were controlled by the microbial kinetics. Other studies have also presented cases of 
microbial control with complex microbial populatio.41 The conclusion appears to be different 
for the present work.                 
 
Hypothesis B: Electron transport through the biofilm (Step 3) 
Electrons are transported to the electrode surface through electroactive biofilms (Step 3) by 
different possible pathways.  Electrons can reach the electrode surface by physical diffusion 
through the biofilm of reduced mediators (soluble mediators) or by successive 
reduction/oxidation reactions between adjacent bound mediator molecules. In the later case, 
electrons move through the biofilm by hopping from a Medred molecule to a neighbouring 
Medox. Electron hoping between outer-membrane cytochromes and/or linked redox enzymes 
has already been speculated for biofilms15 and the conductive nature of biofilms has been 
shown by several studies.41,42 Moreover, it has been stated that electron transport through a 
conductive matrix is the sole hypothesis that can explain the high current densities provided 
by electroactive biofilms.43  
Electron hopping has been described and theorised for chemically modified electrodes, in 
which electroactive groups are attached to the electrode-bound film. Commonly, an apparent 
diffusion coefficient DE is introduced, which is composed of the contributions from the 
physical movement of the diffusible mediator and from the hopping process.9 The current 
density is given by flux of Medred at the electrode surface: 
 
    j = FDE d[Medred]/dr|r=r0          (21) 
 
We propose a simplified scheme of the electroactive biofilm here by introducing an average 
electron transport length (δE). According to this scheme, for each cell the length of the 
electron transport path is equal to the same average value. In this simple model, the 
electroactive biofilm is seen as an “electron diffusion layer” adjacent to the electrode surface 
with thickness δE, and the bacterial cells at the forefront of this domain. In the absence of a 
generation term in the diffusion space, the continuity equation in cylindrical coordinates is: 
  
                             d/dr(rd[Medred]/dr) = 0               (22) 
 
to be integrated with the boundary conditions: 
• Nernst equilibrium at the electrode surface:  
 
                              r = r0 : [Medred] = [MT] / (1 +ξ)              (23) 
 
• If the process is limited by the electron transport rate, the bacterial cells ensure the 
maximum concentration of Medred at the frontier of the diffusion layer:  
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                            r = r0 + δE: [Medred] = [MT]                          (24) 
 
Integration of equation (22) gives the Medred concentration profile in the electron diffusion 
layer and then equation (21) leads to the expression of j: 
 
                j=FDE [MT]ξ/(1 + ξ)/(r0 ln (1 + δE/r0))             (25) 
 
As usually, when E >> E0’ jL is: 
 
                      jL=FDE [MT]/(r0 ln (1 + δE/r0))              (26) 
and 
                      j = jL ξ/(1 + ξ)     or   (jL – j) / j = ξ                (27) 
 
Equations (27) were identical to equations (15). As a first conclusion, the shapes of the j vs. E 
curves are identical whatever the rate-limiting hypothesis and consequently these curves 
cannot help in discriminating between metabolism or electron transport control.  
Equation (27) was used to fit the experimental CV obtained at 1 mV/s with the 25-µm-
diameter electrode (Fig. 6). The best fitting was given with JL = 65.2 A/m
2 and E0’ = -0.38 V 
vs. SCE (-0.14 V vs. SHE). The E0’ value is consistent with the values around -0.15 V vs. 
SHE that have been derived by similar fitting for G. Sulfurreducens pure cultures16 or 
complex populations.41 The theoretical curve was not exactly superimposed to the 
experimental one. Replacing the reversible (Nernst) equilibrium (Equation (23)) by an 
irreversible boundary condition resulted in better fitting with the same E0’ and jL values and a 
transfer coefficient (α) of 0.6 (Fig. 6). The electron transfer was likely irreversible rather than 
reversible at the electrode surface. This refinement of the model is not detailed here because it 
does not change the expression of the limit current densities (jL), on which the conclusions are 
based. When r0 >> δ, the effect of electrode curvature vanishes and j tends to the expression 
valid for planar electrodes:  
 
                             j =FDE/δE [MT]ξ/(1 + ξ)                (28) 
 
The electrodes of 50- and 500-µm diameter provided 19 and 7 A/m2, respectively. According 
to equation (26) the ratio of the maximum current densities should be:  
 
     jL
50/jL
500 = 250 ln(1 + δE
500/250) / 25 ln(1 + δE






























Figure 6. Current-potential curve recorded with the 25-µm-diameter electrode at 1 mV/s.  
(∆) theoretical points according to the electron transport limiting hypothesis (hypothesis,  
B) with jL = 65.2 A/m
2, E0’ = - 0.38 V vs. SCE; (○) theoretical points obtained by replacing the 
Nernst equilibrium by an irreversible electrochemical oxidation  
at the electrode surface with α = 0.6. 
 
Equation (29) converges to the experimental ratio of 2.7 for any (δE
50, δE
500) pair, in which 
δE
50 is around 2.5-fold smaller than δE
500. For instance, the pairs (2.0 µm, 5.2 µm) or (5.0 µm, 
12.6 µm) match equation (29) perfectly. Consequently, it can be concluded that the 
dependency of the current density on the electrode diameter is fully consistent with control by 
electron transport through the biofilm matrix. The 2.5-fold smaller value of the average 
electron transport length (δE) of the 50-µm electrode compared to the 500 µm one indicated 
that the UME effect resulted in a more efficient electron transport network. However, the 
concentration of redox protein derived above from CVs (Fig. 3) was of the same order of 
magnitude for UME (50-µm-diameter wire) and conventional (500-µm-diameter wire) 
electrode. The UME effect affected the biofilm structure and improved its electron transport 
capacity without altering its composition.   
The previous study implementing UME for biofilm formation22 did not show any specific 
UME effect. The 4-fold higher current recorded on the micro-line electrodes was explained by 
the 4-fold greater biomass that shared each micro-line compared to the rectangular geometry. 
Moreover, the biofilms reached the same thickness regardless of the electrode geometry: they 
stopped at 15-20 µm around (micro-line electrodes) or 15-20 µm over (rectangular electrode) 
the electrode surface.  
These differences compared to the present results are not basically contradictory. Firstly, the 
biofilms grew around 10-times more slowly in the previously reported study, which can 
explain the absence of sensitivity to mass transfer conditions and, in consequence, the absence 
of a true UME effect on the micro-line electrodes. Moreover, the biofilms were controlled by 
the microbial kinetics, and possible differences in electron transport capacity could 
consequently not be detected. Finally, the authors hypothesise that biofilm growth stops at the 
same thickness regardless of the electrode geometry because of a self-limitation process. This 
self-limitation may be inherent to the distance cells are located from the electrode surface. 
This hypothesis remains consistent with the results obtained here. In the present study, the 
UME effect on the biofilm was to improve its capacity for electron transport. This 
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modification allowed the biofilm to grow to a larger distance from the electrode surface: 
biofilms were 75 µm thick on 50 µm electrodes that exhibited an UME effect, while they 
stopped at 25 µm on the 500 µm electrodes. In both studies the biofilm thickness was 
controlled by its capacity to long-range electron transfer. Despite very different conditions 




Garden compost for organic cultivation (Eco-Terre) was used as the source of 
electrochemically active microorganisms. A solution of 60 mM potassium chloride was added 
to 1 L of garden compost and left for 24 hours under stirring. The mixture was centrifuged 
and 10 mM acetate was added into the final leachate, which was used as medium for the 
elecrochemical reactors. The initial pH was around 7.5 and it increased to 8.5 - 9 during the 
experiments. All the experiments were performed at 40oC, which has been determined as the 
optimal temperature.44  
 
Platinum electrode preparation 
Platinum microelectrodes were constructed with platinum wires inserted into conical 
polyethylene tubes of approximately 1 mm diameter at the tip end. The tubes were filled with 
insulating resin. Platinum wires of four different diameters were used: 25, 50, 500 and 1000 
µm. Each wire electrode was 2 cm long. Each electrode was tested before use by cyclic 
voltammetry in 25 mM potassium hexacyanidoferrate (II) solution containing 100 mM 
potassium chloride.  
 
Electrochemical set-up 
A three-electrode system was used in all electrochemical experiments. The electrochemical 
reactors contained 150 mL soil leachate. The platinum wire working electrodes were polarised 
at -0.2 V vs. a saturated calomel reference electrode (SCE potential +0.242 vs. SHE) with a 
platinum grid as a counter electrode using a VMP potentiostat (Bio-logic SA). 
Chronoamperometry was sometimes interrupted to make cyclic voltammetry records at 1, 10 
and 100 mV/s in the range -0.7 to +0.2 V vs. SCE.  
 
Scanning electron microscopy 
Electrodes were fixed in phosphate buffer (400 mM, pH=7.4) with 4% glutaraldehyde. 
Samples were rinsed in phosphate buffer containing saccharose (0.4 M). Electrodes were then 
incubated for 1 hour in phosphate buffer with 2% osmium tetroxide solution and saccharose. 
The samples were dehydrated by being immersed in increasing concentrations of acetone 
(50%, 70%, 100%), then in acetone and hexamethyldisilazane (50:50), and in 100% 
hexamethyldisilazane (HMDS). The last batch of  HMDS was dried untill complete 
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Conclusions 
Wild biofilms were formed from garden compost leachate for acetate oxidation under 
constant potential on platinum electrodes. Stationary current density around 7 A/m2 was 
reached without any UME effect and low capacitive currents were observed in CVs up to 100 
mV/s, showing that platinum is a suitable material for investigating microbial biofilms. 
The platinum wires exhibited a UME effect for diameters of 50 µm and smaller, in 
accordance with UME theory. Electrode of 25 µm diameter led to current densities up to 66 
A/m2 at -0.2 V vs. SCE. This value represents a real advance for microbial electrode 
development, because it demonstrated that far higher values than reported so far can be 
reached by optimising the biofilm structure. This work represents significant progress towards 
the theoretical value of 280 A/m2, which has recently been proposed as a possible target.45  
Theoretical modelling showed that the microbial anode was not controlled here by the 
microbial kinetics but by electron transport through the biofilm matrix. The UME effect 
increased the current density provided by the biofilm by improving the efficiency of the 
electron transport network in the biofilm. Focusing the electron transport mechanisms inside 
the biofilm is consequently a promising avenue for improving microbial anodes.   
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4. Commentaires sur l’article 1 
 
L’étude des biofilms EA sur les ultra-microélectrodes n’en est qu’à ses débuts. Jusqu’à 
présent une seule publication a présenté des travaux réalisés sur des biofilms formés sur des 
tableaux de micro-électrodes (micro-array) en or (Liu et al., 2010c).  
 
A la fin de l’expérience de chronoamperométrie réalisée sur les électrodes en fil de platine 
avec les diamètres de 50 µm et 500 µm (Fig. 1), les électrodes avec les biofilms EA ont été 
retirées et remplacées par des électrodes propres. Les courants obtenus, qui avant le 
changement s’élevaient respectivement à 12 et 5 A/m2, étaient nuls avec le électrodes propres. 
Cette vérification montre que les biofilms EA sont bien responsables de la catalyse de 
l’oxydation de l’acétate et que la production du courant n’est pas due aux microorganismes 
planctoniques ou à certains métabolites susceptibles d’être produits et de s’accumuler en 
solution. 
 
Il est intéressant de noter que le biofilm formé sur le fil avec le diamètre de 50 µm a une 
épaisseur de 75 µm (Fig. 5A) tandis qu’elle est de seulement 25 µm pour le biofilm formé sur 
le fil de 500 µm de diamètre (Fig. 5B). Il est clair que l’effet ultra-microélectrode a affecté la 
formation des biofilms. En effet, l’utilisation de micro-fils a acceleré le transfert de masse et a 
favorisé la formation de biofilms plus épais. 
 
Dans cette étude, le platine a été utilisé comme matériau pour la formation de biofilms EA. 
C’est un matériau qui serait trop couteux pour être utilisé dans la conception de PACMs, par 
contre les résultats prouvent que c’est un matériau approprié pour l’investigation des biofilms 
EA.  
 
Le modèle théorique développé pour les biofilms EA est basé sur un mécanisme de transfert 
d’électrons découpé en 5 étapes successives dévélopé par (Strycharz et al., 2011) (Fig. 1S): 
1) Diffusion du substrat dans et des produits hors de la cellule microbienne 
2) Réactions redox métaboliques à l’intérieur de la cellule microbienne  
3) Transfert d’électrons de l’intérieur de la cellule microbienne vers le premier composé 
d’oxydo-réduction extracellulaire 
4) Transport d’électrons à travers le réseau de transport d’électrons du biofilm (diffusion de 
médiateurs redox, conduction par des pili…) 
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Figure 1S. Représentation schématique du mécanisme de transfert d’électrons             
dans les biofilms électro-actifs (adapté d’après Strycharz et al., 2011b).     
                         
Ce modèle appliqué aux UMEs a mis en évidence que le processus global de transfert 
d’électrons n’est pas controlé pas les cinétiques microbiennes mais par le transport d’électrons 
à travers la matrice du biofilm (étape 4). Sachant que l’effet ultra-microélectrode améliore le 
transport d’électrons dans le biofilm, on pourrait en tirer de nouveaux designs d’électrodes 
pour la formation de biofilms EA. 
 
Ce travail  a permis d’obtenir des densités de courant élevées par rapport aux celles reportées 
dans la bibiographie. L’électrode ayant le diamètre de 25 µm a fourni 66 A/m2. Cette valeur 
représente un vrai progrès pour le développement de biofilms EA, car c’est la première 
démonstration expérimentale que de telles densités sont accessibles par la catalyse électro-
microbienne. Ce travail représente une avancée significative vers la valeur théorique 
maximale de 280 A/m2 qui a été recemment proposée comme un objectif possible (Pons et al., 
2011). 
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Il existe plusieurs stratégies pour optimiser l’étape clé de formation du biofilm EA à partir de 
l’inoculum sur une électrode propre. Dans la littérature, l’importance de la colonisation de 
l’électrode pour améliorer les performances des anodes microbiennes a été mise en évidence 
(chapitre I, paragraphe 4.1.2). Actuellement on possède toutefois peu de connaissances sur les 
premières heures/ jours de la formation du biofilm EA. Dans ce contexte, nous avons 
développé une nouvelle stratégie de formation de biofilms EA couplée à l’observation 
microscopique du biofilm durant les différentes phases de développement.  
 
2. Article 2: Polarisation retardée – nouvelle stratégie de formation de biofilms EA 
 
Plusieurs expériences ont été effectuées en parallèle afin de comparer deux stratégies 
différentes pour former des biofilms EA. L’une des stratégies utilise une étape préliminaire de 
colonisation de l’électrode sans polarisation (polarisation retardée), l’autre consiste en une 
polarisation dite classique pour laquelle l’électrode est polarisée dès sa mise en contact avec 
l’inoculum. L’influence de chaque stratégie sur les performances électrochimiques des anodes 
microbiennes ainsi que sur la colonisation de l’électrode et la cinétique du mécanisme de 
transfert d’électrons a été étudiée séparément. Les principaux résultats ont été valorisés dans 
un article publié dans le journal « Bioresource Technology » qui est inséré dans ce 
paragraphe.   
 
Les expériences ont été réalisées selon les conditions standard définies au chapitre III, à partir 
de terreau de jardin. Les biofilms ont été formées sur des électrodes en tissu de carbone 
(2cm2). Contrairement à la polarisation classique (Fig. 1SB), en polarisation retardée les 
anodes sont laissées en circuit ouvert dans la solution pendant quelques jours avant d’être 
polarisées à -0,2 V vs. ECS (Fig. 1SA). Les principaux résultats présentés dans l’article sont 
les suivants: 
• La densité de courant maximale fournie par les biofilms EA formés avec la 
polarisation retardée a été de 9,4 A/m2 après seulement 3 à 9 jours de polarisation. La densité 
maximale fournie par les biofilms EA formés avec la polarisation classique a été de l’ordre de 
6-8 A/m2 après 36 jours de polarisation. En conclusion, la polarisation retardée a permis de 
diminuer le temps de polarisation d’un facteur de l’ordre de 4.  
 
 




Figure 1S. Principe de formation de biofilms EA avec:  
(A) polarisation décalée, (B) polarisation classique. 
 
• La différence de performances a été attribuée à la différence de compositions 
microbiennes des biofilms formés suivant les deux stratégies. La polarisation classique a 
favorisé la croissance de bactéries sessiles EA qui sont capables d’utiliser l’électrode comme 
accepteur final d’électrons. Elles se sont rapidement développées en formant un biofilm 
compact avec un réseau ayant de bonnes capacités de transfert d’électrons. La structure 
compacte du biofilm mise en évidence par microscopie électronique à balayage a suggéré que 
le transfert de masse du combustible et des produits au sein du biofilm puisse devenir une 
étape limitante pour ces électrodes. Par contre, l’absence de polarisation dans la première 
phase de la polarisation retardée a entraîné la formation de colonies hétérogènes dispersées, 
qui étaient loin de former une colonisation complète de l’électrode. Dans ce cas, les bactéries 
potentiellement EA et celles non EA se sont développées sans la pression sélective de la 
polarisation. Dans la seconde phase, l’application de la polarisation aux électrodes sur 
lesquelles ce type de biofilm s’était établi induit les bactéries potentiellement EA à basculer 
leur métabolisme vers la respiration de l’anode et donc dynamise leur développement en 
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ABSRACT 
Microbial anodes were formed from compost leachate on carbon cloth electrodes. The 
biofilms formed at the surface of electrodes kept at open circuit contained microorganisms 
that switched their metabolism towards electrode respiration in response to a few minutes of 
polarisation. When polarisation at -0.2 V/SCE (+0.04 V/SHE) was applied to a pre-
established biofilm formed at open circuit (delayed polarisation), the bacteria developed an 
extracellular electron transport network that showed multiple redox systems, reaching 9.4 
A/m2 after only 3- 9 days of polarisation. In contrast, when polarisation was applied from the 
beginning, bacteria developed a well-tuned extracellular electron transfer network 
concomitantly with their growth, but 36 days of polarisation were required to get current of 
the same order (6-8 A/m2). The difference in performance was attributed to the thinner, more 
heterogeneous structure of the biofilms obtained by delayed polarisation compared to the 
thick uniform structure obtained by full polarisation.  
 
Keywords: Electrochemically active biofilm, Microbial anodes, Bioanodes, Electron transfer, 
Microbial fuel cell (MFC) 
 
Introduction 
Electro-active (EA) biofilms have been widely exploited to design microbial fuel cells 
(MFCs) (Logan, 2010; Lefebvre et al., 2011) microbial electrolysis cells (Logan et al., 2008; 
Geelhoed et al., 2010) and other related technologies. Numerous studies have identified EA 
bacteria (Logan, 2009) and deciphered the different electron transfer pathways that can be 
used inside microbial biofilms (Reguera et al., 2005; Rabaey et al., 2007; Schaetzle et al., 
2008). In contrast, the mechanisms of formation, structuring and ageing of the EA biofilms 
have rarely been investigated. Wang et al. (2009) have observed that the start-up time of an 
MFC was significantly decreased when a constant potential was applied to the anode, in 
comparison with the same MFC implemented without applied potential. They postulated that 
the applied potential increased the positive charge on the anode surface and thus favoured the 
primary adhesion of negatively charged bacteria. The adhesion of EA species on anodes 
might consequently depend on the surface charge of the electrode as it has sometimes been 
suggested (Cheng and Logan, 2007; Busalmen et al., 2008). In contrast, P. Aelterman et al. 
(2008) did not observe significant difference in start-up time with applied potentials in the 
range from -0.4 to 0 V vs. Ag/AgCl. Actually (Wang et al., 2009a) have inoculated their 
MFCs with domestic wastewater, while (Aelterman et al., 2008) have taken their inoculum 
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from an operating MFC, which means that the microbial community was already adapted to 
generating electricity. Comparing the two studies suggests that the time necessary for wild 
microbial communities to adapt to electrochemical conditions depends on the applied 
potential, while the time necessary for already-adapted bacteria to form EA biofilms does not. 
When using wild communities as inoculum, the adaptation phase necessary for the cells to 
develop their EA capacity may consequently be an essential parameter in controlling the 
formation of EA biofilms, rather than electrostatic interactions between bacteria and electrode 
surface. The occurrence of an initial phase during which the cells must optimize attachment or 
the electron transfer chain to the surface has also been observed with pure cultures of 
Geobacter sulfurreducens (Marsili et al., 2010). Nevertheless, little is known so far about the 
way a clean electrode surface catches microbial species from a natural environment and how 
they shift from the conventional respiration mechanism to an anode respiring mechanism. 
The purpose of this work was to give some insights into EA biofilm construction with the 
practical target of improving the performance of microbial anodes. Garden compost was used 
as the source of the inoculum. Soils are a very rich source of microorganisms (Torsvik et al., 
1996; Liu et al., 2006) and garden compost has proved its excellent capacity to form EA 
biofilms. Microbial anodes can be formed by simply embedding polarised electrodes in a soil 
(Parot et al., 2008a), but it is then difficult to use the resulting anodes out of their initial 
medium. A new procedure has been proposed recently, which consists of producing a leachate 
by percolating the garden compost with an ionic solution and then using the leachate obtained 
as the inoculum. This procedure has given promising results for the treatment of dairy wastes 
(Cercado-Quezada et al., 2010a; Cercado-Quezada et al., 2011). The same procedure has led 
to current density so high as 66 A/m2 for acetate oxidation when the biofilms were formed 
around ultra-microelectrodes (Pocaznoi et al., 2012). Obviously this result has been reached 
with particular laboratory electrodes, but it demonstrates the promising potential of the 
inoculum source.  
The present study used compost leachate as inoculum and acetate as substrate. Comparing 
biofilms formed at open circuit and biofilms formed under constant polarisation showed very 
different structures and allowed the phases of biofilm formation and of development of the 
extracellular electron transfer network to be distinguished. These observations were exploited 
to define an optimal procedure for the formation of microbial anodes. 
 
Materials and Methods 
Soil biofilm 
One litre of Garden compost (Cultura, Lombricompost) was mixed with a 60 mM KCl 
solution and left for 24 hours under stirring at room temperature. The mix was then 
centrifuged and the resulting leachate, supplemented with 10 mM acetate, was used for the 
formation of EA biofilms.  
 
Electrochemical instrumentation and set-up 
Electrochemical experiments were carried out in closed vessels that contained 150 mL 
leachate. Carbon cloth (supplied by PaxiTech SAS, France) of 2 cm2 projected surface area 
was used for the working electrodes and a platinum grid for the auxiliary electrode. All 
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potentials were controlled via a conventional 3-electrode set-up vs. a saturated calomel 
reference electrode (SCE, Radiometer, +0.241 V vs. SHE) by means of a VMP potentiostat 
(Bio-logic SA). Polarisations were performed at -0.2 V vs. SCE because this potential was 
around the most negative value that could provide the maximum current density (Cercado-
Quezada et al., 2010b). Cyclic voltammetries were performed at 1 mV/s. Electrochemical 
experiments were carried out at room temperature, around 22oC. 
 
Microscopy and image analysis 
For scanning electron microscopy, the microbial structures were stabilised on the electrode 
surfaces by fixation in phosphate buffer (400 mM, pH 7.0) with 4% glutaraldehyde. The 
electrodes were then rinsed in phosphate buffer with saccharose (0.4 M), treated with 2% 
osmium tetroxide in phosphate buffer and saccharose for 1 hour, dehydrated in an ascending 
series of acetone solutions (50%, 70%, 100%), then in acetone and hexamethyldisilazane 
(50:50) and, finally, in 100% hexamethyldisilazane. Anodes were examined with an LEO 435 
VP scanning electron microscope.  
 
Results and discussion 
Biofilm formed at open circuit  
Five 2 cm2 carbon cloth electrodes were left at room temperature in separate 
bioelectrochemical reactors containing 150 mL of the same compost leachate supplemented 
with 10 mM acetate, for 0 (control), 8, 12, 15 and 19 days. No polarisation was applied and 
the open circuit potential (OCP) was recorded as a function of time (Fig. 1A). The OCP 
exhibited similar evolution for each electrode, with initial values around +0.05 V vs. SCE and 




Figure 1. Biofilms formed at open circuit. 
(A) Evolution of open circuit potential (OCP) of carbon cloth electrodes immersed in 
compost leachate for 8, 12, 15 and 19 days. (B) Current densities obtained during 3 hours 
polarisation at -0.2V vs. SCE on the  8-, 12-, 15- and 19-day old biofilms. 
 
The OCP values are the result of the delicate balance between electron exchanges that are 
spontaneously established between the electrodes and the species from the bulk environment. 
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For instance, cathodic currents (electrons lost by the material) may be due to the natural slow 
reduction of dissolved oxygen on the electrode surface, and anodic currents (electrons gained 
by the material) may result from the slow oxidation of the electrode surface itself. With 
graphite and carbon electrodes, the presence of functional groups like phenol, carbonyl, 
carboxyl and quinine on the surface (Cabaniss et al., 1985; Nagaoka and Yoshino, 1986) 
makes the anodic process complex. Moreover, in a solution such as compost leachate, which 
contains a large diversity of dissolved organic compounds, anodic currents can also be due to 
the slow spontaneous oxidation of some of them. For instance, OCP recording is commonly 
exploited to measure the redox potential of solutions. In this case, a platinum electrode is used 
because no significant oxides form on its surface.  
From a general point of view, OCP decrease is due to vanishing of the reduction current 
and/or to an increasing of the anodic current. For instance, in redox potential measurements 
with a platinum electrode, it is generally postulated that OCP decrease is mainly due to 
vanishing of the cathodic current because of oxygen depletion. Here OCP decrease can be due 
to both the oxygen depletion in the closed electrochemical reactor and the increase of the 
anodic current resulting from the catalysis of acetate oxidation. Actually, it should be borne in 
mind that OCP values are controlled by the very low exchange currents due to spontaneous 
reactions only.  
In this framework, the adhesion of only a few EA bacteria is sufficient to catalyse low acetate 
oxidation and to cause OCP decreases observed here. To check this assumption, two 
experiments were performed with, in each reactor, one electrode dipping in the leachate and 
another hanging in the gas free space. In both experiments, the OCP of the immersed 
electrodes followed the same evolution as previously recorded, with an initial OCP around 
+0.1 V vs. SCE which decreased to -0.65 V vs. SCE after 20 days of immersion. At day 20, 
the hung clean electrodes were plunged into the solutions. The OCPs of the clean electrodes 
were in the range of -0.1 to -0.2 V vs. SCE in both experiments, i.e. around 0.2 mV less than 
the initial OCP value. The difference between the initial OCP value (+0.1 V vs. SCE) and 
OCP measured at day 20 with the clean electrode can only be attributed to changes in the 
solution composition, and most probably to the consumption of oxygen by the aerobic 
microorganisms during the first few days of the experiment. The final stable OCP values 
being around -0.65 V vs. SCE, it can be concluded that oxygen depletion was responsible for 
around  one third of the whole OCP decrease, while the catalysis of the oxidation reaction 
supported around two thirds. These experiments confirmed that a major part of OCP decrease 
was due to the primary settlement of EA microbial cells that started to catalyse acetate 
oxidation.   
Going back to the five-electrode experiment, each electrode was polarised at -0.2 V vs. SCE 
for 3 h at the end of its open circuit phase (Fig. 1B). The control electrode that was polarised 
immediately upon immersion in the compost leachate did not produce any current during the 
3 h of polarisation. In contrast, every other electrode gave an oxidation current density of 
about 50 mA/m2 after only 30 min of polarisation. This time was too short for the current 
increase to be attributed to the growth of EA microbial species. It indicated an activation 
phase of the EA cells that were already present on the anode surface and switched their 
metabolism towards an electrode-respiring mechanism in response to the polarisation.  
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In conclusion, the microbial communities that adhered to the surface of non-polarised 
electrodes contained some microbial species with EA ability, which contributed to OCP 
decrease. These EA species activated their capability to use the electrode as final electron 
acceptor after a few tens of minutes of polarisation. 
 
Biofilm formation at open circuit followed by short-term (3-day) polarisation 
Six new reactors (150 mL compost leachate, 10 mM acetate) were started with six 2-cm2 
carbon cloth electrodes kept at open circuit for different times: 1, 5, 9, 12, 15 and 19 days. At 
the end of the open circuit time, a new 10 mM acetate addition was made and each electrode 
was polarised for 3 days at -0.2 V vs. SCE. The final biofilm ages were respectively 4, 8, 12, 
15, 18 and 22 days. The current densities measured at the end of the 3 days of polarisation 
increased from 0.2 to 2.7 A/m2 with the biofilm ages (Fig. 2A). This experiment was 
reproduced with a leachate formed from a different brand of compost. After 3 days of 
polarisation the biofilms with final ages 4, 7, 10 and 12 days gave 0.1, 0.4, 0.9 and 2.2 A/m2 
respectively. This second compost led more quickly to efficient biofilms, but the general 
behaviour was the same:  the biofilms obtained after 3 days of  polarisation always showed 
more efficient EA capabilities when the preliminary open-circuit time was longer.  
Cyclic voltammetry (CV) was performed at the end of the 3-day polarisation (Fig. 2B). The 
current densities measured at -0.2 V vs. SCE on the CV curves were identical to the values 
recorded at the end of the polarisation, this showed that the CV scan rate was low enough to 
represent the stationary behaviour of the microbial electrodes.  
 
 
Figure 2. Biofilms formed at open circuit followed by 3 days of polarisation at  -0.2 V vs. SCE. 
(A) Current densities obtained during 3 days of polarisation on biofilms formed at open circuit. 
The final ages 4, 12, 15, 18 and 22 days given on the figure include the 3 days of polarisation.  
For clarity, the current provided by the 8-day old biofilm located between  
4- and 12-day old biofilms  have not been plotted.  
(B) Cyclic voltammograms (1 mV/s) recorded at the end of the 3-day polarisation. 
 
CV curves detected a variety of different electrochemical characteristics. Some electrodes 
exhibited a conventional sigmoid shape (4- and 18-day-old biofilms), while others showed 
one or several peaks (12- and 22-day biofilms). Peaks observed with the 12-day-old biofilm 
revealed the presence of different electron transfer pathways in comparison to the other 
biofilms. The variety of different CV shapes revealed differences of the biofilms in terms of 
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EA capabilities. Compost is a microbiologically-rich medium and the spontaneous formation 
of biofilms without any particular selection pressure during the open circuit phase logically 
led to different biofilms in terms of EA capabilities. Moreover, after 3 days of polarisation, 
biofilms were at the crossroads of their development, tipping over from an open-circuit way 
of development to polarisation-supported growth. Actually, EA and non-EA species that had 
spontaneously colonised the electrode surface during the open-circuit phase were still present 
in the biofilm, while the 3-day polarisation started to exert a selection pressure. CVs recorded 
at this crucial period consequently detected diverse EA capabilities.  
Nevertheless, whatever the differences in the intrinsic characteristics of each biofilm, it was 
observed that a longer preliminary open-circuit phase favoured the emergence of EA 
properties. The older biofilms (18 and 22 days old) produced significant current density (1 
and 2.8 A/m2 respectively) after only 3 days of polarisation. The 22-day-old biofilm exhibited 
a characteristic shape that has been reported in a recent theoretical study (Strycharz et al., 
2011). This study described the electron transfer (ET) pathway from acetate to the electrode in 
5 steps: 
i) mass transport of acetate and products,  
ii) reduction of the microbial cells by acetate, 
iii) reduction of (an) electron transport mediator(s) by the reduced microbial cells,  
iv) electron transport by mediator diffusion (for diffusing mediators) or by a series of 
sequential redox reactions between adjacent molecules of mediators (for bound mediators),  
v) oxidation of the mediator(s) at the electrode surface.  
 
Theoretical CV curves were derived assuming for each that one of the five different steps was 
rate-limiting. Some numerical CV curves showed the same shape as that observed here with 
the 22-day biofilm, with an oxidation peak superimposed on the conventional sigmoid curve. 
Such curves were obtained only when the ET rate was assumed to be limited by step (iii) i.e. 
by ET from the microbial cell to the mediator. The numerical model never led to a similar 
peaked curve when the other steps were assumed to be rate-limiting. This hypothesis makes 
sense here. The biofilms that were formed without polarisation during the first 19 days did not 
develop an extracellular ET network. After 3 days of polarisation, the cells that had potential 
EA capability had shifted their metabolism to the anode-respiring pathway, they had probably 
started to multiply, but they had not yet produced an efficient extracellular ET network. They 
needed more time to develop an efficient ET network through the initial biofilm that had 
formed during the 19 days at open circuit. The ET rate can consequently be limited by step iii, 
i.e. by electron transfer from the microbial cells to the still poorly developed ET network. The 
younger biofilms did not show this limiting step because the initial open-circuit biofilm was 
less developed. Comparing the CV curves obtained here with the theoretical model led to the 
conclusion that applying the polarisation on a pre-established biofilm formed at open circuit 
induced two successive development phases: the EA cells present in the biofilm firstly turned 
their metabolism to the anode-respiring pathway and then they developed the extracellular ET 
network in a second phase.  
At the end of the 3-day polarisation, the biofilms (final ages 4, 8, 12, 15 and 18 days) were 
imaged by scanning electron microscopy (SEM). For each microbial electrode, the surface of 
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the weft of the woven carbon cloth was always visible at low magnification (Fig. E1A to 
E1E).  
 
Figure E1. Scanning electron microscopy of biofilms obtained after 3-day polarisation coming 
from Fig 2. Biofilm ages: A) 4 day, B) 8 days, C) 12 days, D) 15 days, E) 18 days. 
 
The surfaces exhibited poor colonisation by scattered bacterial colonies. The lower 
magnification showed visible coating only with the 18-day old biofilm (Fig. E1E), which was 
consistent with the currents obtained during 3-day polarisation. Significant currents started to 
be obtained with the 18-day biofilm (final age), while no significant current was provided by 
the younger biofilms (Fig. 2A). Higher magnification showed that the microbial colonies were 
locally more important on biofilms aged of more than 8 days. Cells with flagella were 
observed in 12- and 15-day old biofilms (Fig. E1C-D). Planktonic cells use flagella to move 
in solution, to approach solid surfaces and to fix onto them but the flagella disappear rapidly 
when the cells are embedded into a biofilm. The presence of flagella observed here revealed 
an early stage of biofilm formation (Monroe, 2007). As discussed above, these biofilms were 
at the crossroads of their development. The 3 days of polarisation had not yet erased the 
differences in colonisation that resulted from the different open circuit durations, and the EA 
bacteria that were able to multiply during the 3 days of polarisation were not yet predominant 
enough to mask the biofilm development by the uptake of planktonic cells with flagella. 
 
“Delayed polarisation” vs. conventional “full polarisation” 
The 22-day-old biofilm, which supplied 2.7 A/m2 after the 3 days’ polarisation, continued to 
be polarised for a total of 20 days. When the current dropped off because of acetate depletion, 
10 mM acetate was added and the current rapidly increased again. A current density of 9.4 
A/m2 was reached at day 28, i.e. after only 9 days of polarisation (Fig. 3A, biofilm 1). The 3rd 
acetate addition confirmed an identical maximum current density. A replicate with a first 
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period of 20 days at open circuit gave a maximum current density of 9.4 A/m2 from the first 
current peak, i.e. after only 3 days of polarisation (Fig. 3A, biofilm 2). These biofilms were 
said to be obtained by “delayed polarisation”. This new strategy was attempted here with the 
objective of producing high performance microbial anodes. It consisted of keeping the 
working electrode at open circuit for several days (here 19-20 days) before applying 
polarisation at -0.2 V vs. SCE.  
In parallel, microbial anodes were developed following the conventional “full 
polarisation” procedure, which consists of polarising the electrode at -0.2 V vs. SCE as soon 
as it is immersed in the compost leachate. The current, which was initially nil, started to 
increase after several days due to the formation of the EA biofilm. The successive additions of 
10 mM acetate improved the current (Fig. 3B, biofilm 3). A maximum current density of 6.0 
A/m2 was observed at the 4th acetate addition, i.e. after 36 days of polarisation. This 
experiment was duplicated (Fig. 3B, biofilm 4) and gave 8 A/m2 after 35 days of polarisation 
and four acetate additions.  
 
 
Figure 3. Current densities under polarisation at -0.2 V vs. SCE.  
(A) Delayed polarisation after 19 or 20 days let at open circuit,  
(B) Conventional full polarisation. 
 
A preliminary conclusion is that delayed polarisation allowed maximum current density up to 
9.4 A/m2 to be reached after only 3 days of polarisation, while conventional full polarisation 
required 35 days of continuous polarisation to obtain 6-8 A/m2. Waiting several days at open 
circuit before applying the potential had a positive effect on the performance of the microbial 
anode. The increase in current density was not high, but the decrease in the required 
polarisation duration was drastic. 
 
Catalytic (i.e. in the presence of acetate) and non-turnover (i.e. in acetate depleted 
conditions) cyclic voltammetry of biofilms prepared by delayed and full polarisation 
During the experiments described in Fig. 3A and 3B the polarisation was interrupted from 
time to time to record cyclic voltammetry (CV) curves at different steps of biofilm 
development. Catalytic CVs were plotted when the electrode provided maximum current 
density, days 22 and 35 for the biofilm obtained by delayed polarisation (Fig. 4A) and days 
12, 30 and 36 for the biofilm obtained by full polarisation (Fig. 4B). Once again, the current 
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densities measured at -0.2 V vs. SCE on the CV curves were identical to the values recorded 
during polarisation, which means that CV gave a correct representation of the stationary 
behaviour of the electrodes. The anodes showed excellent electrochemical characteristics, 
with low OCP around -0.50 V vs. SCE and high current densities. The higher current densities 
provided by the microbial anodes formed by delayed polarisation were confirmed.  
 
 
Figure 4. Cyclic voltammograms (1 mV/s) recorded at different days around  
maximal current production on: (A) biofilm formed by delayed polarisation (Fig. 3A, Biofilm 1),  
(B) biofilm formed by full polarisation (Fig. 3B, Biofilm 3).  
Days of CV recording are indicated on the figures. 
 
All CVs recorded on the full-polarisation biofilm exhibited a conventional sigmoid shape, 
similar to those already reported in the literature, for instance for Geobacter sulfurreducens 
biofilms (Fricke et al., 2008) or for microbial anodes obtained from domestic wastewater (Liu 
et al., 2010b). These biofilms did not show the peak system characteristic of the step iii) rate-
limiting effect. CVs did consequently not detect a rate-limitation by electron transfer from the 
reduced cells to the ET mediator(s). Under constant polarisation the EA cells grew by using 
the electrode as final electron acceptor and they consequently developed concomitantly with 
their growth an extracellular ET network that perfectly matches their needs. In contrast, when 
applying polarisation to a pre-established biofilm formed by 19 days at open circuit, CVs 
showed a superimposed oxidation peak that indicated a step (iii) rate limitation. The 
superimposed oxidation peak was observed after 3 days of polarisation (Fig. 4A, day 22) and 
was less marked but still present after 13 more days of polarisation (Fig. 4A, day 35). The 
rate-limiting effect of electron transfer from the microbial cells to the ET network slightly 
diminished during polarisation, but it durably marked microbial anodes obtained by the 
delayed polarisation procedure.  
Non-turnover CVs were recorded in acetate-depleted conditions to gain information about the 
redox species contained in the biofilms. Actually a small amount of acetate was still present in 
solution and weak catalytic currents were always visible on the CV curves. Nevertheless, the 
small currents due to the catalytic oxidation of acetate did no longer mask the currents due to 
the single turnover oxidation and reduction of the redox species of the biofilm. During the 
delayed polarisation procedure, the non-turnover CVs recorded just at the end of the open 
circuit phase (Fig. 5A - day 19) showed the absence of any significant redox couple. In 
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contrast, after 20 days of polarisation the biofilm exhibited multiple redox systems (Fig. 5A - 
day 39): two clear reduction peaks and three barely defined oxidation peaks were detected, 
which gave redox systems with midpoint potentials close to -0.24 and -0.15 V vs. SHE. 
Similar patterns have already been reported in the literature for non-turnover CVs, even pure 
cultures have revealed complex behaviour with multiple redox systems (Fricke et al., 2008). 
For instance, CV at 1 mV/s on Geobacter sulfurreducens biofilm formed on graphite 
electrode has shown four redox systems with potential midpoints at -0.32, -0.18, -0.10 and 
+0.25 V vs. SHE (Strycharz et al., 2011). It would not make sense to compare CVs performed 
in different solutions, with different electrode materials and different microbial cultures, but 
the potential range in which the redox systems were observed here remains close to the value 
reported for Geobacter sulfurreducens. Clearly, the non-turnover CVs indicated that the 
biofilm gained rich redox content during the polarisation time. The 20-day polarisation 
enriched the biofilm in redox species remarkably. Nevertheless, the catalytic CVs performed 
just before acetate depletion (Fig. 5A, day 35) showed a remaining rate-limitation by electron 
transfer from the cells to the ET network. It must be concluded that the ET network developed 
during delayed polarisation was composed of multiple redox systems that did not perfectly 
match the requirements of the cells.  
 
 
Figure 5. Cyclic voltammograms (1 mV/s) recorded in acetate depleted conditions on:  
(A) biofilm formed by delayed polarisation (Fig. 3A, Biofilm 1),  
(B) biofilm formed by full polarisation (Fig. 3B, Biofilm 3). 
Days of CV recording are indicated on the figures. 
 
For comparison, biofilm 3 developed under 40 days of full polarisation showed only two 
redox systems, the midpoint potential of one being around -0.13 V vs. SHE (Fig. 5B) and the 
currents were very much lower than those recorded with the delayed-polarisation biofilm of 
the same final age (19 days open circuit + 20 days polarisation, Fig. 5A). The charge 
exchanged, which is proportional to the concentration of the redox species involved in the 
redox reaction, was drastically lower. The biofilm formed by 40 full days of polarisation 
showed, at the same final age, less intense electron transfer capabilities than the biofilm 
formed by delayed polarisation, but no limiting effect due to step (iii). This difference shows 
that the ET network was less rich for the biofilms formed under full polarisation but better 
suited to the EA cells that formed the biofilm.  
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Biofilms formed by delayed polarisation provided high current densities (up to 9.4 A/m2) 
using an abundant ET network that was not optimally tuned to the microbial cells making up 
the biofilm, while the biofilm formed by the conventional full polarisation gave slightly lower 
current density (6-8 A/m2) by using a less rich ET network well-suited to the microbial cells. 
Polarisation applied to a pre-established biofilm favours the development of different 
microbial species that develop different ET strategies. Nevertheless, the greater diversity does 
not ensure an optimal link between microbial cells and mediators. Applying the potential from 
the beginning of biofilm formation results in better tuned EA biofilms, but which provide 
lower current density.  
 
SEM imaging of biofilms prepared by delayed and full polarisation 
At the end of the 19 days’ open circuit and 20 days’ polarisation, the biofilm prepared under 
delayed polarisation showed a heterogeneous structure with clumps of bacteria but also many 
isolated single cells (Fig. E2A in Electronic Annex). The carbon fibres that made up the cloth 
electrode were still easily visible. Contrarily, the biofilm prepared under 40 days’ full 
polarisation fully masked the fibre structure of the electrode, which was no longer visible 
(Fig. E2B in Electronic Annex). The biofilm was thick, uniform and covered the whole 
electrode surface area. Higher magnification confirmed its compactness.  
 
 
 Figure E2. Scanning electron microscopy of biofilms obtained by: 
(A) 19 day open circuit and 20 days of delayed polarisation (Fig. 4A, Biofilm 1),  
(B) 40 days full polarisation (Fig. 4B). 
 
SEM images showed that full polarisation drove the formation of a more compact and 
uniform biofilm than delayed polarisation. The biofilms obtained by delayed polarisation 
presented a globally thinner structure with heterogeneous coating. It can be thought that 
during the initial 19 days at open circuit non-EA bacteria settled the electrode surface and 
subsequently these bacteria hindered the access of EA bacteria to the electrode surface. The 
presence of non-EA bacteria resulted in a less dense and compact biofilm structure that gave 
higher current density. A mixed biofilm composted of EA and non-EA bacteria would thus be 
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Final scenarios 
These differences in biofilm structures between delayed and full polarisation complete the 
assumptions derived from the electrochemical analyses. Polarising from the beginning 
favoured the growth of sessile EA cells that were able to use the electrode as final electron 
acceptor. They grew fast, formed a compact biofilm with an ET network that closely matched 
their need. The compact structure that was evidenced by SEM suggested that mass transfer of 
substrate and products inside the biofilm could become a rate-limiting step for these 
electrodes. For instance, it is known that slow extraction of protons produced by substrate 
oxidation can limit the current provided by microbial anodes (Torres et al., 2008). The 
theoretical model discussed above (Strycharz et al., 2011) has demonstrated that, in case of 
mass transfer rate-limitation, CV curves exhibit a purely sigmoid shape. The assumption of 
mass transfer rate-limitation is consequently consistent with the CV curves recorded here with 
the full-polarisation biofilms (Fig. 4B).  
In the absence of polarisation, the microbial development led to heterogeneously scattered 
colonies, which were far from forming complete coverage of the surface. Both potentially-EA 
cells and non-EA cells grew in the absence of any significant electrochemical reaction, except 
the very low currents that control the OCP value. Open-circuit biofilms resulted from the slow 
multiplication of the sessile cells and they could also benefit from the integration of 
planktonic cells. Applying the polarisation to such pre-established biofilms made the 
potentially EA-bacteria shift rapidly to anode-respiring metabolism and grew by using the 
electrode as electron acceptor. The ET network contained multiple redox systems but was 
undersized with respect to the number of cells that rapidly turned towards the anode-respiring 
metabolism. The ET network then developed during polarisation but the multiple redox 
systems did not optimally match the cell requirements, electron transfer from the cells to the 
mediators was rate limiting. The structure of the biofilm remained deeply marked by the 
structure of the initially open-circuited biofilm, probably because the development of the EA 
cells was hindered by the presence of well-settled non-EA cells.  
The delayed-polarisation biofilms provided slightly higher current densities than biofilms 
formed under full polarisation. The better performance may be due to their less compact 
structure, which did not limit mass transfers inside them. It has already been observed that 
small microbial scattered colonies on a cathode surface provide higher currents than biofilms 
formed by larger colonies (Pons et al., 2011). Moreover, the full polarisation biofilms made a 
uniform layer that completely masked the fibres of the cloth electrodes, while delayed 
polarisation led to microbial settlement around the fibres. A recent study (Pocaznoi et al., 
2011) shown that biofilms formed around ultra-microelectrodes (diameter less than 50 µm) 
give higher current density than biofilms formed on conventional macro-sized electrodes. 
This positive effect has been attributed to the densification of the electron transfer network 
due to the particular properties of ultra-microelectrodes (Bard and Faulkner, 2001). Such an 
ultra-microelectrode effect could also explain the high current density that has been recently 
reported with fibre electrodes (Chen et al., 2011; He et al., 2011; Wei et al., 2011). Here the 
fibres of the cloth electrode were around 8 µm in diameter. The biofilms formed under 
delayed polarisation may have benefited from an ultra-microelectrode effect when they 
formed around the fibres and kept a micro-structure. In contrast, the thick uniform biofilm 
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prepared by full polarisation was not able of exploiting this positive effect. The two basic 
explanations (mass transfer limitation and possible ultra-microelectrode effect) converge to 
identify the biofilm structure as the cause of the higher currents provided by the delayed-
polarisation biofilms. The rare studies that have addressed the relationship between the 
electrochemical performance of a microbial anode and the spatial structure of the biofilm have 
opened promising tracks. For instance, it has been demonstrated that co-cultures of gram-
positive and gram-negative bacteria showed synergistic or mutualistic effect, which 
corresponded to particular spatial organisation of the mixed biofilms (Read et al., 2010). The 
co-cultures have resulted in currents two times higher than the single cultures. Controlling 
biofilm structure to improve the current of microbial anodes should deserve more attention in 
the future. 
 This work confirmed the occurrence of an adaptation phase necessary for the cells to develop 
their EA capacity in response to polarisation as evoked in the introduction section. It also 
showed the short-time required for the potentially-EA cells to shift to anode-respiring 
metabolism and distinguished this process from the development of the ET network, which 
can be longer when polarisation is applied to already formed biofilms.  
 
Conclusions 
Waiting several days at open circuit before applying polarisation allowed the polarisation 
duration to be drastically reduced to reach similar current densities. The delayed polarisation 
gave current density of 9.4 A/m2 after only 3-9 days of polarisation, while conventional full 
polarisation required 36 days of continuous polarisation to obtain 6- 8 A/m2. For the first time, 
this work has shown that applying the polarisation to an established biofilm formed at open 
circuit may be a promising way to improve the performance of microbial anodes prepared in a 
natural environment.   
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3. Commentaires sur l’article 2 
 
La nouvelle stratégie pour la formation de biofilms EA a permis d’obtenir de densités de 
courant (9,4 A/m2) du même ordre que la polarisation classique (6-8 A/m2) mais dans une 
période de temps plus courte (3-9 jours contre 36 jours). Cette nouvelle stratégie permet 
d’obtenir des biofilms EA qui donnent des densités de courant élevées tout en écourtant le 
temps de polarisation. La différence des performances a été attribuée à la composition et la 
structure des biofilms obtenus avec les 2 stratégies. Les images de MEB ont montré que les 
biofilms formés sous polarisation retardée ont une structure plus fine et hétérogène tandis que 
les biofilms formés sous la polarisation classique ont une structure uniforme et dense. Les 
meilleures performances obtenues avec les biofilms formés sous polarisation décalée peuvent 
donc être attribués à la structure moins compacte qui ne limite pas le transfert de masse à 
l’intérieur du biofilm. Il a déjà été observé que les colonies dispersées sur la surface de 
cathodes  microbiennes fournissent des courants plus élevés que les biofilms formés par de 
larges colonies (Pons et al., 2011). De plus, l’article "Ultra microelectrode increase the 
current density provided by electroactive biofilms by improving their electron transport 
ability" présenté dans ce manuscrit a montré que les biofilms formés autour d’ultra-
microélectrodes (diamètre inférieur à 50 µm) donnent des densités de courant plus élevées 
que les biofilms formés sur des électrodes conventionnelles macro-dimensionnées. Dans 
l’article présenté dans ce chapitre, les fibres des électrodes en tissu de carbone ont un 
diamètre d’environ 8 µm. Ainsi, les biofilms formés sous polarisation décalée ont pu subir un 
effet « ultra-microélectrode » tandis que les biofilms formés sous polarisation classique 
étaient uniformes et denses ce qui n’a pas permis l’exploitation de l’effet UME. 
 
Pendant la première étape de formation du biofilm EA en circuit ouvert (électrode non-
polarisée), le potentiel a été suivi au cours du temps par rapport à une électrode de référence 
ECS (Fig. 1A). Le potentiel en circuit ouvert de 5 électrodes en tissu de carbone a suivi la 
même évolution, avec des valeurs initiales d’environ +0,05 V vs. ECS. Le potentiel a 
rapidement diminué pendant les 4 premiers jours, puis il s’est stabilisé au jour 5 à des valeurs 
voisines de -0,5 V vs. ECS. Généralement, la diminution du potentiel en circuit ouvert est due 
à la disparition du courant d’échange de réduction et/ou à l’augmentation du courant 
d’échange anodique. Par exemple, lors de mesures classiques de potentiels redox de solutions 
faites en utilisant la mesure du potentiel d’une électrode en platine, la diminution du potentiel 
redox est due généralement corrélée à la diminution de la concentration d’oxygène dissous, 
c’est-à-dire la diminution du courant d’échange dû à la réduction spontanée de l’oxygène sur 
le platine. Ici, la diminution du potentiel en circuit ouvert peut être due à la consommation de 
l’oxygène par les micro-organismes aérobies pendant les 4 premiers jours et en parallèle à 
l’augmentation du courant d’échange anodique obtenu par l’oxydation de l’acétate. En effet, il 
faut garder à l’esprit que les valeurs de potentiels en circuit ouvert sont contrôlées par très 
faibles courants d’échange qui sont uniquement dus aux réactions s’établissant spontanément 
à la surface de l’électrode. 
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On soupçonne également que les biofilms formés par polarisation retardée développent un 
réseau extracellulaire de transfert d’électrons comportant plusieurs systèmes redox. La 
multiplicité des systèmes redox a été mise en évidence grâce aux voltammétries cycliques 
non-catalytiques (en absence d’acétate). Dans le cas de la polarisation retardée, deux systèmes 
redox centrés sur des potentiels proches de -0,24 et -0,15 V vs. ESH ont été identifiés sur les 
CV non-catalytiques (Fig. 5A). Des systèmes redox similaires ont également été trouvés pour 
les CVs non-catalytiques des biofilms de Geobacter sulfurreducens. Des CVs à 1 mV/s 
effectuées sur des biofilms de Geobacter sulfurreducens formés sur des électrodes en graphite 
ont montré des systèmes redox avec les potentiels moyens de -0.32, -0.18, -0.10 et +0.25 V 
vs. ESH (Strycharz et al., 2011). Il n’est pas possible de tirer des conclusions sures en 
comparant des CVs réalisées dans des inocula différents, avec des électrodes et des cultures 
microbiennes différentes, on peut toutefois noter que les potentiels des systèmes redox 
obtenus ici avec les biofilms formés à partir de lixiviat de terreau sont proches des valeurs 
trouvées pour les biofilms formés avec G. sulfurreducens. Ces similitudes ne sont pas 
étonnantes vu que des analyses de populations microbiennes ont indiqué la présence de G. 
sulfurreducens dans les biofilms formés à partir de lixiviat de terreau (chapitre VII, 
paragraphe 2.2 et 2.3). Au contraire, lors de la polarisation classique, les biofilms développent 
leur réseau extracellulaire de transfert d’électrons concomitamment à leur croissance. Dans ce 
cas, un seul système redox a été détecté par les CVs non-catalytiques ce qui laisse supposer 
des mécanismes de transfert plutôt focalisés sur un seule voie (Fig. 5B).  
 
4. Résultats complémentaires  
 
La même stratégie de polarisation décalée a été testée pour former des biofilms EA sur des 
électrodes en acier inoxydable. Cinq biofilms ont été formés en suivant la même procédure. 
Dans ce cas, seules de faibles densités de courant allant de 0,05 A/m2 à 0,4 A/m2 ont été 
obtenues. A titre de comparaison, un biofilm formé sur acier inoxydable sous polarisation 
classique et dans des conditions proches de la polarisation retardée fournit généralement entre 
20 et 25 A/m2 (chapitre VI).  Les analyses en MEB de la surface des électrodes ont montré 
une faible colonisation avec la présence d’un nombre limité de colonies bactériennes sur la 
surface des électrodes.  
 
Plusieurs hypothèses peuvent être avancées pour expliquer les faibles densités de courant 
obtenues sur acier inoxydable en polarisation retardée. Tout d’abord notons que le 
comportement du potentiel d’abandon est différent de celui observé avec le tissu de carbone : 
les potentiels en circuit ouvert ont diminué vers des valeurs plus basses pendant les 5 premiers 
jours: de -0,35 V vs. ECS initialement à -0,55 V vs. ECS, de façon similaire à ce qui se passe 
avec le tissu de carbone. Cependant, contre toute attente, elles sont ensuite rapidement 
remontées à  -0,25 V vs. ECS pour se stabiliser vers -0,20 V vs. ECS après environ 11 jours. 
Tout d’abord on peut remarquer qu’il est logique que le biofilm ne se soit pas développé en 
polarisant l’électrode à la valeur du potentiel d’abandon qu’elle avait acquis à la fin de la 
phase en circuit ouvert.  
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Deux hypothèses permettraient d’expliquer la remontée du potentiel après le 5ème jour. D’une 
part on peut supposer que cette remontée est due à la défaillance de la branche anodique des 
courants d’échange, les bactéries EA qui participaient au courant d’échange se seraient 
déconnectées ou auraient été inhibées. L’autre hypothèse est symétrique : la remontée du 
courant pourrait être due à la catalyse de la branche cathodique des courants d’échange. Les 
aciers inoxydables sont en effet connus pour favoriser l’établissement de biofilms EA 
cathodiques. Selon cette hypothèse des bactéries EA transférant leurs électrons vers 
l’électrode auraient commencé à coloniser l’électrode les 5 premiers jours, puis un processus 
de réduction, tel que ceux qui apparaissent en corrosion microbienne anaérobie par exemple, 
aurait pris le dessus par la suite. Il aurait été intéressant de tenter de discriminer les deux 
hypothèses en polarisant les électrodes à des potentiels différents. Il faut enfin ne pas négliger 
l’évolution possible du matériau d’électrode. La surface des aciers inoxydables est matériau 
constituée de différentes couches d’oxydes (oxydes de fer, chrome, nickel, de molybdène 
aussi par exemple pour l’acier 254SMO utilisé ici, etc.) qui se forment et évoluent en fonction 
de l’environnement dans lequel ils sont plongés. L’établissement et l’évolution de ces couches 
a un effet important sur le potentiel d’abandon et en retour, si le potentiel d’abandon est fixé 
par des échanges avec des espèces dissoutes il aura un effet important sur l’évolution des 
couches d’oxydes. On peut donc craindre que dans le cas de la polarisation retardée des 
couches d’oxydes se soient formées qui n’ont pas favorisé la formation de biofilms EA. Cette 
étude aurait certainement un grand intérêt fondamental, mais les paramètres à prendre en 
compte et les hypothèses à envisager nous en paru trop nombreux et le temps à y consacrer 
trop long  pour poursuivre cette voie dans le cadre de ce travail de thèse.  


































Au démarrage du projet Agri-Elec (et des travaux de Thèse qui font l’objet de ce manuscrit), 
le choix du matériau d’anode s’est naturellement porté sur le tissus de carbone car 
précédemment au LGC, Bibiana Cercado au cours de son travail de thèse, avait démontré que 
ce matériau était le plus performant parmi une large gamme de structures à base de carbone 
qu’elle avait testée (avec du lixiviat de terreau). Or, au cours de l’avancement du projet, le 
tissus de carbone s’est avéré être un matériau peu résistant aux contraintes mécaniques et 
surtout qu’il était particulièrement difficile d’établir une connexion électrique pérenne avec ce 
type de matériau. En effet, après plusieurs centaines d’heures de fonctionnement et donc 
d’exposition en milieu aqueux, la structure organisée du tissu a tendance à se relâcher, 
entrainant en conséquence, une perte de contact avec le fil de platine qui est habituellement 
utilisé pour établir le contact électrique avec l’anode. Très vite alors, pour réaliser des études 
de vieillissement des biofilms électro-actifs ou bien pour évaluer les performances des piles 
microbiennes sur le long terme, il a fallu trouver une solution alternative au tissu de carbone. 
La réflexion pour le choix des matériaux alternatifs s’est appuyée essentiellement sur 3 
critères : le prix (pas plus cher que le tissus de carbone), les performances (comparables en ce 
qui concerne la génération de courant anodique à partir de lixiviat de terreau), la 
stabilité (tenue dans le temps irréprochable). Plusieurs matériaux industriels (acier 
inoxydable, carbone vitreux, ou encore graphite) ont alors été testés comme matériau 




2. Article 3: L’acier inoxydable est un matériau d’électrode prometteur pour la 
conception des anodes de PACMs    
 
Nous nous sommes intéressés à la formation de biofilms EA à partir de lixiviat de terreau sur 
différents matériaux d’électrode rigides ou structurés dans des conditions expérimentales 
parfaitement identiques: 100% lixiviat, 20 mM acétate, 40°C, milieu stagnant (sans azote, 
sans agitation). Notre choix de matériaux s’est dirigé vers le graphite et l’acier inoxydable. Le 
graphite a été sélectionné parce qu’il est largement utilisé par la communauté scientifique 
travaillant sur les piles microbiennes, il existe sous diverses formes (feutres, granules,…), il 
est facilement usinable. L’acier inoxydable, lui, est résistant à la corrosion, il a des propriétés 
mécaniques élevées et il est disponible sous différentes morphologies (grilles, mousses,…). 
Surtout, des travaux issus de notre équipe ont déjà prouvé que l’acier inoxydable est un bon 
matériau pour la formation de biofilms EA que ce soit avec une souche EA pure comme 
Geobacter sulfureducens (Dumas et al., 2008a) ou avec un biofilm mixte sauvage (Erable et 
al., 2009b). 
 
Des résultats prometteurs et encourageants ont rapidement été obtenus en utilisant l’acier 
inoxydable comme matériau d’anode pour la formation de biofilm EA. Nous nous sommes 
alors focalisés sur ce matériau et nous avons tenté de structurer la surface des électrodes pour 
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favoriser l’adhésion des bactéries sur la surface et donc augmenter la quantité de biofilm EA 
sur l’électrode. La surface des électrodes a donc été structurée à deux échelles bien distinctes. 
Des électrodes ont été macro-structurées par un rainurage mécanique à la fraiseuse numérique 
(réalisation service technique LGC). Cette échelle de structuration (largeur 300 µm, 
profondeur 500 µm et angle de 45o) permet essentiellement d’augmenter la surface spécifique 
du matériau et donc la surface bio-disponible de l’électrode. D’autres électrodes ont été, quant 
à elles, micro-structurés par sablage (« shoot-pilling »). L’échelle de structuration a bien été 
vérifiée. Des analyses de rugosité ont confirmé que les électrodes avaient une rugosité 
moyenne de l’ordre de 5µM, soit une échelle proche de la taille d’une bactérie (1-2µM), ce 
qui devrait sensiblement augmenter les probabilités d’adhésion des bactéries sur la surface de 
l’électrode.  
 
Au cours de chaque série d’expériences, un test est systématiquement réalisé avec une 
électrode en tissu de carbone. Il sert de test de référence sur lequel on peut s’appuyer pour 
comparer les résultats obtenus avec les électrodes de nature et/ou de structure différentes.  
 
Les principaux résultats marquant obtenus avec les différents matériaux d’électrodes et avec 
les différentes électrodes structurées ont été synthétisés puis valorisés sous la forme d’un 
article soumis au journal « Energy & Environmental Science ». Cet article présente des 
résultats obtenus en bioréacteur électrochimique à 3 électrodes mettant en œuvre des anodes 
microbiennes formées à partir de terreau de jardin et capables de catalyser l’oxydation de 
l’acétate.  Cinq types d’électrodes ont été testés: graphite, acier 254SMO, acier 254SMO 
macro-structuré, acier 254SMO micro-structuré et tissu de carbone. Les performances bio-
électrochimiques des anodes microbiennes formées sur ces différentes électrodes on été 
suivies au cours du temps. La colonisation bactérienne (répartition du biofilm) sur la surface 
des électrodes a été évaluée en fin d’expérience par microscopie à épifluorescence. Les 
principaux résultats sont: 
• Les résultats sont reproductibles d’un lot d’expériences à un autre, même quand le 
lixiviat de terreau est différent.  
• L’acier inoxydable est un bon matériau pour la formation des biofilms anodiques. 
Des densités de courant de 20,6 A/m2 sont obtenues. 
• La structuration de la surface des électrodes en acier inoxydable n’a aucune 
influence majeure sur les performances des anodes microbiennes formées.  
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ABSTRACT 
The abilities of carbon cloth, graphite plate and stainless steel to form microbial anodes were 
compared under identical conditions. Each electrode was polarised at -0.2 V vs. SCE in soil 
leachate and fed by successive additions of 20 mM acetate. In these conditions, the maximum 
current densities provided were on average 34.3 A/m2 for carbon cloth, 20.6 A/m2 for 
stainless steel, and 9.5 A/m2 for flat graphite. The high current density obtained with carbon 
cloth was obviously influenced by the three-dimensional electrode structure. Nevertheless, a 
fair comparison between flat electrodes demonstrated the great interest of stainless steel. The 
comparison was even more in favour of stainless steel at higher potential values. At +0.1 V 
vs. SCE stainless steel provided up to 35 A/m2, while graphite did not exceed 11 A/m2. This 
was the first demonstration that stainless steel offers very promising ability to form microbial 
anodes. The surface topography of the stainless steel did not significantly affect the current 
provided. Analysis of the voltammetry curves allowed two groups of electrode materials to be 
to be distinguished by their kinetics. The division into two well-defined kinetics groups 
proved to be appropriate for a wide range of microbial anodes described in the literature. 
 
Introduction 
Stainless steels are common industrial materials that have high mechanical properties and 
long-term resistance to corrosion and are commercially available in many different 
compositions and morphologies. Microbial fuel cells (MFCs) and their related applications 
are emerging technologies based on the catalysis of electron transfer by microbial biofilms 
that develop on the electrode surfaces. The nature, morphology and physicochemical 
properties of the electrodes are obviously of major importance in the design of microbially-
catalysed anodes and cathodes. As can be seen in recent reviews devoted to electrode 
materials for MFCs, the vast majority of studies have used carbon and graphite electrode 
materials.1-4 Many different electrode morphologies (plates, papers, cloths, brushes, felts, 
nanotubes, …) and various chemical and physical surface treatments have been investigated 
for carbon and graphite electrodes. In contrast, stainless steels remain poorly investigated in 
the MFC domain in spite of their interesting advantages. Stainless steel offers a large range of 
engineering possibilities for scaling up electrodes. It allows solid, cost-effective, easy-to-
handle equipment to be built, which is stable in the long-term stability and easy to maintain. 
Stainless steels have already proved to be efficient in designs for microbial cathodes. 
Immersed in aerated marine seawater, stainless steel cathodes allowed the development of 
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microbial biofilm that exhibited high catalytic properties for oxygen reduction.5 In the field of 
microbial synthesis, stainless steel cathodes colonised by Geobacter sulfurreducens cells 
reduced fumarate to succinate at current densities up to 20.5 A/m2.6  In this case, using 
stainless steel cathodes multiplied the current density by a factor of 27 with respect to the 
values obtained with graphite electrodes in similar conditions. To the best of our knowledge, 
the current density obtained with stainless steel cathodes colonised by Geobacter 
sulfurreducens cells was the highest value reported so far for microbial cathodes. Obviously, 
these high current density obtained under polarisation at low potential (-0.6 V vs. SCE) would 
not be relevant for MFC but can be exploited in electrosynthesis.  
A few attempts have also pointed out some interesting properties of stainless steels for the 
design of microbial anodes.7-9 Dumas et al. used a stainless steel anode in a marine MFC but 
the power provided remained quite low.10 The studies performed under polarisation in three-
electrode set-ups have given the most promising data. With a pure culture of Geobacter 
sulfurreducens Dumas et al.11 obtained 2.4 A/m2 at +0.2 V vs. Ag/AgCl for the oxidation of 
acetate. With a natural biofilm formed from marine sediment, current density of 3.1 A/m2 was 
obtained at +0.1 V vs. SCE.12 The current density was then increased to 4 A/m2 by using a 
natural biofilm scraped from harbour equipment as inoculum.13 The current density finally 
rose to 8.2 A/m2 with respect to the projected surface area of the electrode at -0.1 V vs. SCE 
by replacing the stainless steel plate by a stainless steel grid.13 This value can be compared to 
the current densities obtained with carbon or graphite electrodes. To our knowledge, the 
highest current density reported in the literature for a carbon or a graphite microbial anode is 
30.8 A/m2.14-15 This value was obtained with a three-dimensional carbon fiber electrode15 with 
a biofilm formed from a wastewater-derived biofilm and resulted from clever optimisation of 
the porosity of the electrode. The anode was fed with acetate and provided this current density 
under polarisation at +0.2 V vs. Ag/AgCl (+0.155 V vs. SCE). Considering that the very few 
attempts made with stainless steel produced current densities around 25% of the highest 
values reported suggests that stainless steel is worthy of interest and deserves to be 
investigated much further.  
The objective of this work was to compare the ability of carbon and stainless steel materials in 
identical conditions to form microbial anodes. To make the comparison rigorous, experiments 
were performed under well-controlled electrochemical conditions using a 3-electrode 
electrochemical set-up. Leachate extracted from a soil was used as the inoculum because we 
have some experience with this inoculum source and a comprehensive study has already 
determined an optimal procedure to implement it (to be published). The anodes were formed 
under constant polarisation at -0.2 V vs. SCE with successive additions of 20 mM acetate. 
This inoculum source allowed current densities in the range 32 to 36 A/m2 to be reproducibly 
obtained here with carbon cloth electrodes. These are the highest current densities reported so 
far for macro-electrodes. Actually, microbial anodes have provided up to 66 A/m2 on platinum 
electrodes,16 but only in a very particular case that exploited the properties of ultra-
microelectrodes.17 The performance of the different materials was thus compared here in the 
best possible conditions with respect to the state of the art. Graphite plates were used to 
determine the performance of flat electrodes, without the enhancing effect of the 3-D structure 
that was beneficial in carbon cloth electrodes. The currents obtained with flat graphite sheet 
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could thus be directly compared to those provided by smooth stainless steel. Stainless steel 
electrodes with surface micro- and macro-structuring were also investigated with the objective 
of increasing the interaction between biofilm and material surface. Finally, cyclic 
voltammetry curves were recorded at a low scan rate in order to compare the different 
materials over a wide range of potential values.  
 
Results and discussion 
Chronoamperometry with different electrode materials  
Four electrochemical reactors were run in parallel with the same inoculum but different 
electrode materials in each: carbon cloth, and smooth, macro-structured or micro-structured 
stainless steel (run #1). The reactors were initially fed with 20 mM acetate and the electrodes 
were polarized at -0.2 V vs. SCE. The current showed similar evolution for each electrode 
(Figure 1, run #1).  
 
 
Figure 1. Chronoamperometry curves recorded on carbon cloth, smooth stainless steel,  
macro-structured stainless steel, and micro-structured stainless steel  
under constant polarisation at -0.2 V vs. SCE (run #1). 
 
The initial lag-time was very short; the oxidation current began to increase after only 12 
hours. This fast development of the microbial anodes resulted from our previous work to 
determine optimal conditions for biofilm formation (leachate preparation, temperature, 
polarisation potential, acetate concentration, etc.). After around two days of polarisation, the 
current showed a maximum and started to drop because of acetate depletion. Adding acetate 
to a concentration of 20 mM made the current increase again. For each electrode, the 
maximum current densities were generally of the same order of magnitude for the second, 
third and fourth acetate additions.  
A similar experimental run achieved with another four parallel reactors (run #2) led to 
identical current variations and maximum current densities. Three other independent 
experiments were performed with flat graphite (runs #3 and 4) and carbon cloth electrode 
again (run #5). Each run followed exactly the same procedure, except that each used a 
different fresh inoculum. The maximum current densities obtained for each acetate addition 
are reported in Table 1. Each material gave reproducible values, which were not significantly 
affected by the inoculum sample. The following conclusions were drawn from the analysis of 
the third and fourth current peaks which gave similar values for each material. The discussion 
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was thus based on 22 measurements coming from 11 independent experiments.  
 




The 3 independent experiments performed with the carbon cloth anodes gave maximum 
current densities of 34.3 A/m2 (average of 6 measurements in the range 32 to 36 A/m2). These 
current densities were the highest values reported so far in the literature with macro-sized 
microbial anodes. Schroeder’s group has obtained current densities of the same order of 
magnitude (30.8 A/m2 at +0.2 V vs. Ag/AgCl) with three-dimensional electrodes composed of 
carbon fibers with well-defined diameters ranging from 0.1 to 10 µm.14-15 
The authors have observed that the current density increased when the fiber diameter 
decreased until it reached approximately 1 µm. They attributed the high current density 
obtained to the high electrode porosity of over 99%, as well as to the fiber diameter itself, 
which ensured the formation of thick and continuous biofilms. In the present work, the cloth 
electrodes were made of 8-µm-diameter fibers that were assembled into around 200-µm-
diameter wires woven to make the final cloth (Figure 2A). The global morphology and the 
fiber diameter were not the same as to those of the previous reported studies but the final 
result can be considered to be similar the biofilm formed here appeared to penetrate the 
structure of the electrode and exploit its three-dimensional configuration optimally (Figure 
2A).  
Always considering the last two acetate additions, no significant difference was observed 
between smooth, macro- and micro-structured electrodes, and the current density provided by 
stainless steel electrodes was 20.6 A m-2 (average of 12 measurements ranging from 17 to 25 
A/m2). The flat graphite electrodes gave 9.5 A/m2 (average of 4 measurements ranging from 
7.5 to 11 A/m2). The comparison of flat graphite and stainless steel showed an obvious 
advantage of stainless steel. Actually, the current densities reported in the literature with 
carbon and graphite electrodes were often higher than those reported with stainless steel 
because of the enhancement effect of the three-dimensional structure that benefited the carbon 
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or graphite. In contrast, the present comparison of flat electrodes in identical conditions 
stressed the great interest of stainless steel, which gave current densities twice as high as those 
obtained with graphite.  
 
 
Figure 2. Epifluorescence imaging of anodes developed under constant potential (run #2) on (A) 
carbon cloth, (B) smooth stainless steel, (C) macro-structured smooth stainless steel, and  
(D) micro-structured smooth stainless steel. From left to right: macroscopic view of the clean 
electrode, epifluorescence image and treated images to asses the surface coverage  




The roughness of stainless steel electrodes has been shown to have a significant effect on the 
formation of microbial cathodes from a pure culture of Geobacter sulfurreducens.18 The 
purpose here was to evaluate whether a similar effect could be observed with wild natural 
biofilms. Flint et al. have postulated that microbial adhesion is favoured by entrapment of the 
cells on the surfaces that present an average roughness value (Ra) in the range of the size of 
microbial cells, i.e. around one to a few micrometres.19  Working with Pseudomonas sp., 
Listeria monocytogenes and Candida lipolytica Hilbert et al. showed that roughness of less 
than 0.9 µm did not affect microbial adhesion on 316 stainless steel.22 On the other hand, 
Scheuerman et al. observed that surface irregularities increased the quantity of Pseudomonas 
aeruginosa and fluorescens on silicone samples, but that a roughness greater than 10 µm had 
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no additional effect.21 This tend to confirm the general postulate of Flint et al., although other 
studies have demonstrated more complex behaviours. Allion et al. studying Staphylococcus 
aureus on 304 stainless steel22 noted that adhesion was reduced on surfaces with a Ra of 2.1-
2.3 µm compared with surfaces with Ra of 1.4 µm. In this case the level of bacterial adhesion 
was decreased by a factor of ten on surfaces with the highest roughness value. Actually, the 
depth and width of the grooves were compatible with the size of the bacterial cells and 
allowed cell trapping, but also limited the number of adherent cells. The simple conclusion is 
that it is difficult to predict the effect of surface topography on bacterial adhesion and so on 
biofilm formation and electroactivity development.  
A roughness value Ra = 5 µm was chosen for micro-structuring because it was in the range 
where it could have a major effect on microbial adhesion according to Flint’s postulate. 
Macro-structuring was achieved with large lines with the intention of favouring microbial 
development at the bottom of the valleys. No significant difference of the currents provided 
was observed here between smooth, macro- and micro-structured stainless steel electrodes. 
This result was in contrast to the observations previously made with stainless steel cathodes 
formed from a pure culture of Geobacter sulfurreducens.18 In the previous study, average 
surface roughness values Ra = 2.0 to 4.0 µm increased the current by a factor of 1.6 with 
respect to the smooth surface. The surface roughness affected the current density by 
encouraging different colonisation patterns on the electrode surface.18 These observations 
were done with pure cultures in a synthetic medium, the composition of which was minimal 
in order to force the cells to use the cathode as electron donor. In such conditions, the 
microbial colonisation at the end of the experiments was very low. The electroactive biofilms 
were made up of small microbial colonies, or even groups of a few cells only, scattered on the 
electrode surface. The biofilm morphology was very different in the present work, as can be 
seen on the epifluorescence images recorded at the end of polarisation (Figure 2B, C and D). 
Whatever was the surface structure of the electrode, the biofilms achieved a uniform, almost 
complete coverage with thickness around 50-60 µm. The biofilm grown on the micro-
structured surface was slightly thicker (Figure 2C) but this small difference did not affect the 
current densities provided. The rich environment that served as inoculum here, in terms of 
both microbial diversity and nutriment content, favoured the growth of well-developed 
biofilms that masked a possible effect of the surface structuring. As a general conclusion, it 
can be claimed that the possible effect of electrode topography depends strongly on the 
inoculum and medium composition, assuming that rich media that favour fast biofilm 
formation tend to mask a possible effect of the surface topography.  
 
Electrochemical kinetics on different electrode materials 
From time to time, the chronoamperometry experiments were interrupted to record cyclic 
voltammetry (CV) curves when the electrode provided current densities as close as possible to 
the maximum values. Figure 3 presents CV recorded at 1, 10 and 100 mV/s and finally back 
to 1 mV/s on smooth stainless steel and carbon cloth electrodes (day 13 for stainless steel 
electrode and day 12 for carbon cloth electrode, run #2). The first and last CVs both recorded 
at 1 mV/s were strictly identical (the last CV was not plotted on the figure because it would be 
perfectly superimposed on the first one), showing that the biofilm was not affected by the 
Chapitre VI: Optimisation du matériau d’anode 
 146 
successive CV scans. Cyclic voltammetry has already been shown to be an efficient non-
destructive technique for studying electroactive biofilms.23-24 The oxidation started from -0.50 
V vs. SCE independently of the electrode material and CVs performed at 1 and 10 mV/s were 
identical. CV recorded at 100 mV/s diverged slightly from the others at the highest potential 
values. Thus, the electrodes gave a steady state response up to 10 mV/s and were not far from 
steady state even at 100 mV/s. Such stability of the cyclic voltammetry at high scan rates 
indicated a remarkable ability of the anodes to achieve fast electron transfer. It was also 
checked that the current densities measured at -0.2 V vs. SCE on the CV curves were equal to 
the values recorded during chronoamperometry just before the interruption. This confirmed 
that CV gave the steady state electrode kinetics.  
 
 
Figure 3. Successive cyclic voltammetry curves recorded at different scan rates on  
(A) smooth stainless steel and (B) carbon cloth electrodes (run #2). 
 
Figure 4A illustrates cyclic voltammograms at low scan rate (1 mV/s) recorded on carbon 
cloth, smooth stainless steel, micro- and macro-structured stainless steel electrode (run #2) 
and graphite (run #3).  
 
 
Figure 4. Cyclic voltammetry curves recorded at 1 mV/s on electrodes of different materials (run 
#2). (A) Current density as a function of potential, (B) non-dimensional I/Imax as a function of 
potential and comparison with theoretical Nernstian curve. 
 
A marked difference appeared in the electrochemical kinetics between the stainless steel 
electrodes on the one hand, and carbon cloth and graphite electrodes on the other hand. The 
carbon and graphite electrodes reached a maximum current density plateau (Jmax) from -0.25 
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V vs. SCE, while stainless steel electrodes reached their Jmax value only above +0.1 V vs. 
SCE. In terms of electrochemical kinetics, carbon and graphite exhibited better performance, 
because they were able to provide their Jmax at lower potentials. Nevertheless, it must be borne 
in mind that carbon cloth benefited from a favourable 3-D morphology. A fair comparison 
between flat-surface electrodes showed that stainless steel gave higher current density than 
graphite at any potential (Figure 4A). The interest of stainless steel was even more obvious at 
higher potential values. CVs recorded during different runs showed that stainless steel 
electrodes can provide up to 35 or 38 A/m2 at +0.1 and +0.3 V vs. SCE, respectively, while 
flat graphite did never exceed 11 A/m2. It may be noted that at the highest potential values the 
micro-structured electrodes sometimes provided higher current densities than the other 
stainless steels electrodes. Nevertheless, the difference in most voltammetry curves was not 
significant enough to firmly conclude that micro-structuring may have a beneficial effect.  
Figure 4B represents the same curves as Figure 4A but indicates the non-dimensional current 
I/Imax on the Y-axis. This standardised representation allowed two groups with different 
kinetic behaviour to be clearly distinguished. The first group, composed of the carbon cloth 
and graphite electrodes, exhibited a Nernst-type kinetics, which can be modelled by the 
conventional equation:17  
 
                                               I/Imax  =  1 / (1 + exp[-F/RT (E – E1/2)])  
 
where I/Imax is the non-dimensional current plotted on the Y-axis, E the potential (V vs. SCE) 
plotted on X-axis, F the Faraday constant (96485 Coulomb/mol e-), R the gas constant (8.3145 
J/mol.K), T the temperature (313 K), and E1/2 the anode potential at which I/Imax = 1/2. The 
theoretical curve plotted in Figure 4B was calculated with the average E1/2 value = -0.375 
V/SCE that was extracted from the two experimental curves. The theoretical curve 
satisfactorily fitted the two experimental curves. The Nernstian shape of the experimental 
curves showed that the electron transfer between the electrode and the last redox compound in 
contact with the electrode surface was reversible and fast enough to ensure the Nernst 
equilibrium between the oxidized and reduced forms of the redox compound at all times. The 
interfacial electron transfer kinetics was so fast that the activation effects could not be seen. 
The voltammetry curves kept the same shape at a scan rate of 10 mV/s and were hardly 
affected at 100 mV/s. This means that the interfacial electron transfer was fast enough to 
ensure the Nernst equilibrium at high scan rates. It can be concluded that carbon and graphite 
that were used here were excellent electrode materials for microbial anodes from the point of 
view of electrochemical kinetics.  
The second set of I/Imax-E curves grouped together all the stainless steel electrodes, whatever 
their surface structuring. It showed different kinetic behaviour corresponding to a les efficient 
interfacial electron transfer that required significant overpotential. The microbial anodes 
formed on stainless steel gave higher current than those formed on flat graphite but stainless 
steel revealed not able to ensure electron transfer that was as fast as those of graphite or 
carbon cloth. A significant improvement could consequently be made by further detailed 
kinetics studies that would manage to accelerate the electron transfer between stainless steel 
and anode respiring bacteria. This would be a very relevant research topic for the future.   
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Distinguishing between these two kinetics groups proved to have a broad applicability over 
the present work. CV curves recorded at low scan rate (1 mV/s) on different electrode 
materials: carbon fiber electrode15, platinum,16 glassy carbon,23 graphite,25  tin indium oxide26 
and polycrystalline graphite27 were extracted from the literature and are plotted in Figure 5 in 
the I/Imax non-dimensional form.  
 
 
Figure 5. Non-dimensional I/Imax ratio as a function of potential on electrodes of  
different materials from this work and literature.  The characteristics of each anode  
are reported in Table 2. 
 
The characteristics of each anode are reported in Table 2.  
 
Table 2. Experimental characteristics of the voltammetry curves plotted in Figure 5.  
 
 
The eight curves fitted into the two kinetics groups perfectly. Platinum, tin indium oxide and 
glassy carbon ensured Nernstian electron transfer, while carbon fibers and polycrystalline 
graphite coming from the literature were close to the curves obtained with stainless steel in 
the present work. The two types of kinetic behaviour are consequently not straightforwardly 
linked to the nature of the electrode.  A general classification with graphite and carbon in one 
group and stainless steel in the other would not be relevant, as carbon and graphite electrodes 
could offer Nernstian kinetics or not. More surprisingly, the different anodes that did not lead 
to a Nernstian kinetics did not show a large range of different slopes but all had a pretty 
similar shape.  
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Experimental 
Inoculum and medium preparation 
Garden compost for organic cultivation (Eco-Terre) was used as inoculum source. 1L of 
garden compost was mixed with 1.5L of distilled water containing 60 mM of potassium 
chloride and left for 24 hours with stirring. Then the mixture was centrifuged, 20 mM of 
acetate was added into the leachate, which was used as medium in the electrochemical 
reactors. The initial pH was around 7.5 and it increased to 8.5-9 during the experiments. All 
the experiments were performed at 40oC. 
 
Electrode preparation  
Superaustenitic stainless steel electrodes were used because of their remarkable resistance to 
corrosion. The micro-structured surfaces with Ra=5 µm were obtained by sandblasting. The 
macro-structured surface was designed mechanically by scoring micro-lines along the 
electrode (width 300 µm, depth 500µm, angle 45o). Before the experiments, the stainless steel 
electrodes were cleaned with a 50-50% ethanol/acetone solution for 20 min under stirring to 
dissolve organic adsorbed species, then 20 min with a 2-20% fluorhydric/nitric acid solution 
to remove the oxide layer and were finally thoroughly rinsed in distilled water.   
Graphite electrodes (Carbone Lorraine) were disks 3 mm in diameter inserted in an insulating 
resin. They were cleaned by polishing followed by a thorough rinse with distilled water. 




Experiments were performed using three-electrode systems, each composed of the working 
electrode under study, a saturated calomel reference electrode (SCE, Radiometer Analytical, 
+0.241 V vs. SHE) and a 6 cm2 platinum grid as auxiliary electrode (Heraeus). The 
electrochemical reactors contained 150 mL (runs #2-5) or 550 mL (run #1) of soil leachate. 
The anode (working electrode) was connected to the electrical circuit by a 1-mm-diameter 
platinum wire. The electrodes were polarised using a VMP potentiostat (Bio-logic SA) and 
the current was recorded every 1800 s. Chronoamperometry was sometimes interrupted to 
perform cyclic voltammetries at 1, 10 and 100 mV/s. Additions of 20 mM acetate were made 
when the current dropped to zero.  
  
Epifluorescence microscopy 
Microbial biofilms were visualised by epifluorescence microscopy. The biofilms were stained 
with acridine orange 0.01% (A6014 Sigma) for 10 minutes, then washed carefully with 
distilled water and dried at ambient temperature. The samples were imaged with a Carl Zeiss 
AxioImager M2 microscope equipped for epifluorescence with an HBO 50 W ac mercury 
light source and the Zeiss 09 filter (excitor HP450–490, reflector FT 10, barrier filter LP520). 
Images were acquired with a monochrome digital camera (Evolution VF) every 0.5 µm along 
the Z-axis and the set of images was processed with the Axiovision® software. 
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Conclusions 
Microbial anodes formed in identical conditions proved able to produce higher current density 
when formed on stainless steel than on flat graphite: 20.6 A/m2 compared with 9.5 A/m2 on 
average under polarisation at -0.2 V vs. SCE. The comparison was even more in favour of 
stainless steel at higher potential values. For instance the microbial anodes formed on 
stainless steel were able to provide up to 35 A/m2 at +0.1 V vs. SCE, while graphite anodes 
current densities did not exceed 11 A/m2. Stainless steel is consequently a very promising 
candidate for the design of efficient microbial anodes, which now deserves to be investigated 
much more thoroughly. For the future, an essential research direction would be to decipher 
the electron transfer mechanisms that control the non-Nernstian kinetic behaviour evidenced 
here for stainless steel and some carbon fiber electrodes. Actually, the carbon fiber electrodes 
that have given the highest current density reported in the literature had the same kinetic 
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3. Commentaires et résultats marquants sur l’article 3 
 
Dans cet article les résultats essentiels à retenir sont: 
 
• Les résultats sont reproductibles d’un lot d’expériences à un autre, même quand 
le lixiviat de terreau est différent. En effet, chaque expérience présentée dans cet article a 
été strictement dupliquée et a conduit dans tous les cas aux mêmes conclusions. 
 
• L’acier inoxydable est un bon matériau pour la formation des biofilms anodiques. 
Les densités de courant maximales obtenues avec l’acier inoxydable brut (20,6 A/m2) sont 2 
fois plus importantes que celles obtenues avec le graphite (9,5 A/m2). Les performances 
restent toutefois inférieures à celle obtenus avec le tissu de carbone (34.3 A/m2) mais la 
surface spécifique réellement disponible pour la formation du biofilm EA est largement en 
faveur du tissu de carbone. 
 
• La structuration de la surface des électrodes en acier inoxydable n’a aucune 
influence majeure sur les performances des anodes microbiennes formées. Quel que soit 
l’échelle de structuration testée, les électrodes (brut, micro- et macro-structurées) ont montré 
des performances en terme de densité de courant maximale sensiblement identiques. Avant 
cela, Pons et al. (2011b) avait montré que la micro-structuration de l’acier inoxydable 
permettait d’augmenter de 60 à 80% les performances d’une électrode colonisée par un 
biofilm de Geobacter sulfureducens. Dans cette étude, l’observation de la colonisation par 
microscopie faisait état de biofilms très peu denses organisés sous forme de colonies 
individuelles sur la surface de l’électrode. Cette faible colonisation constatée avec Geobacter 
sulfureducens n’était pas du tout surprenante. Son milieu de culture est tellement pauvre que 
seule les cellules de Geobacter capable d’échanger des électrons avec l’électrode peuvent 
survivre et se multiplier.  Or, les observations en microscopie à épi fluorescence (Fig. 2B, C et 
D) de la surface des électrodes en acier inoxydable ont mis en évidence la formation de 
biofilms épais recouvrant uniformément les électrodes quelque soit l’échelle de la 
structuration. Cette forte colonisation de la surface des électrodes aurait pu masquer l’effet de 
la structuration des surfaces. Avec un peu de recul, la formation d’un biofilm épais n’est pas 
du tout surprenante car le lixiviat de terreau est riche en nutriments, renferme une diversité 
microbienne très complexe et contient plein de colloïdes favorisant l’adhésion des micro-
organismes. Certainement qu’une bonne partie du biofilm est constitué de bactéries non 
électro-actives présentes dans le biofilm car elles y trouvent des donneurs et des accepteurs 
d’électrons favorables à leur métabolisme. 
 
• Les analyses en voltammétries cycliques ont permis d’identifier 2 groupes 
distincts de matériaux aux cinétiques électrochimiques différentes.  De temps en temps, la 
formation de biofilms EA sous chronoampérométrie a été arrêtée pour effectuer des 
voltammétries cycliques à différentes vitesses de balayage (1, 10 et 100 mV/s) quand la 
densité de courant était proche de la valeur maximale (Fig. 4A). Cela a permis de distinguer 2 
groupes de matériaux aux cinétiques électrochimiques bien différentes: un groupe constitué 
des électrodes en acier inoxydable et un autre groupe composé des électrodes en tissu de 
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carbone et celles en graphite. Les électrodes en tissu de carbone et graphite ont atteint un 
plateau de densité de courant maximale (Jmax) à partir de -0,25 V vs. ECS tandis que les 
électrodes en acier inoxydable ont atteint un Jmax à partir seulement de 0,1 V vs. ECS. En 
termes de cinétiques électrochimiques, les anodes microbiennes formées sur carbone et sur 
graphite ont de meilleurs cinétiques, essentiellement parce qu’elles peuvent fournir une 
densité de courant maximale à des potentiels plus bas.  
 
La forme de la courbe théorique de Nernst (Fig. 4B) montre que pour le premier groupe 
(électrodes en carbone et graphite) le transfert d’électrons entre l’électrode et le dernier 
composé redox qui était en contact direct avec la surface de l’électrode était réversible et 
suffisamment rapide pour assurer l’équilibre de Nernst à n’importe quel moment entre les 
formes oxydées et réduites des composés redox. Egalement, on a observé que pour le 2ème 
groupe (électrodes en acier inoxydable), le comportement cinétique est différemment et que le 
transfert d’électrons était moins rapide que celui prédit par la loi de Nernst. En conclusion, les 
anodes microbiennes formées sur acier inoxydable ont donné des densités de courant plus 
élevées que celles formées sur le tissu de carbone ou le graphite, mais les interfaces électrodes 
en acier inoxydable / biofilm électro-actifs ont des cinétiques de transfert électronique moins 
rapide que les électrodes en carbone ou en graphite.   
Ces constations ont également été validées a partir d’autres courbes "I/Imax vs. E" tirées de la 
littérature sur les matériaux d’anode microbienne : fibres de carbone (Chen et al., 2011), fil de 
platine (Pocaznoi et al., 2012), barreau de carbone vitreux (Marsili et al., 2008b), électrode 
plane de graphite (Fricke et al., 2008), oxyde d’étain et d’indium (Jaina et al., 2011) et 
barreau de graphite poly cristallin (Harnisch et al., 2011) (Fig. 5). 
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Le lixiviat de terreau est un mélange riche contenant une quantité importante de particules en 
suspension. Ces particules ont des tailles assez différentes qu’il s’agisse de micro-organismes 
(macroparticules organiques), de fibres végétales, ou encore de macroparticules inorganiques 
du sol (argile, cailloux, sable,…). La simplification du lixiviat doit conduire à éliminer la 
majeure partie de ces particules en suspension pour 3 raisons principales : 
 
1) Dans le cas d’une alimentation en continue, la gestion de l’alimentation sera 
simplifiée si le milieu est débarrassé de ces matières en suspension. On évitera dans ce cas 
une sédimentation des particules dans le compartiment anodique ou encore le colmatage des 
conduites d’alimentation. 
 
2) Les micro-organismes non adhérés (aussi appelés « planctoniques ») seront moins 
présents dans le milieu réactionnel. Ces micro-organismes sont habituellement responsables 
de la consommation d’une partie des combustibles présents dans le milieu réactionnels. Ils ne 
participent pas à la production de courant mais oxydent les combustibles en utilisant comme 
accepteur d’électrons des espèces solubles présentes dans le lixiviat telles que les nitrates, les 
sulfates ou encore l’oxygène. Cette compétition pour la consommation des combustibles entre 
espèces bactériennes électro-actives et non électro-actives se traduit quand elle existe par de 
faibles rendements faradiques dans les expériences de chronoampérométries. 
 
3) La composition exacte du milieu réactionnel sera parfaitement maitrisée. Le 
contrôle de la composition du milieu réactionnel devrait permettre de maîtriser les 
concentrations en nutriments essentiels ainsi qu’en combustibles.  
 
1.2 Les milieux synthétiques 
 
Deux stratégies principales ont été envisagées pour simplifier le lixiviat de terreau : 
1) La première consiste à travailler d’abord avec un lixiviat de terreau à 100% jusqu’à 
établir un biofilm EA performant sur l’anode, puis progressivement de changer le 
milieu réactionnel par un milieu plus simple (souvent synthétique) dont on connaît 
parfaitement la composition  
2) La seconde, elle, consiste à utiliser un milieu simplifié avant la formation du biofilm 
EA. Il s’agit en fait d’utiliser un lixiviat de terreau dilué (avec un milieu simple) 
comme inoculum de départ. 
 
Deux types de milieux synthétiques ont été utilisés pour la simplification du lixiviat de 
terreau, (i) un milieu très minimum constitué d’une solution tampon enrichie avec des 
vitamines et quelques autres éléments essentiels à la croissance bactérienne (composition 
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détaillée décrite dans le chapitre 3, (ii) un milieu plus riche Tryptone-Soja (TSB) permettant la 
croissance d'une grande variété de micro-organismes. 
 
1.3 Influence sur les performances bio-électrochimiques 
 
Une première série d’expériences a consisté à diluer le lixiviat de terreau avec un milieu 
synthétique dès le départ. Les réacteurs électrochimiques ont dans ce cas été inoculés avec 1/3 
de lixiviat de terreau et 2/3 de milieu synthétique. L’inoculum final a été supplémenté avec de 
l’acétate de sodium (20 mM) et avec du KCl (60 mM) pour assurer comme lors de tous nos 
tests une bonne conductivité dans le milieu réactionnel. Des électrodes en tissu de carbone (1 
cm2) ont été utilisées comme électrodes de travail. Les tests ont été réalisés sous polarisation 
constante (chronoampérométrie) à -0,2 V vs. ECS et à température ambiante (20±2oC).  
 
 
Figure 1. Densité de courant générée par un biofilm électro-actifs sur une électrode de  
tissu de carbone sous potentiel imposé à -0,2 V vs. ECS  à partir d’un inoculum constitué  
d’un mélange [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum]. 
 
 
La figure 1 présente le chronoampérogramme obtenu avec l’inoculum [1/3 lixiviat de terreau 
– 2/3 milieu minimum]. Après deux ajouts successifs d’acétate (acétate 1 au jour 9 et acétate 
2 au jour 27), la densité de courant est montée jusqu’à 17,2 A/m2. La densité de courant au 
niveau du 4ème pic, c’est à dire après le 3ème ajout d’acétate (acétate 3 au jour 44), était du 
même ordre de grandeur (16 A/m2 ) mais surtout c’est densité maximle de courant a été stable 
pendant environ 6 jours. Cette amélioration de la stabilité du courant généré par le biofilm EA 
se traduit automatiquement par une augmentation des rendement faradique (RF) au cours des 
ajouts successifs de combustible (acétate): 0.4, 38, 80 et 82% respectivement pour les 4 pics.   
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Afin de comparer les résultats obtenus avec l’inoculum [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu 
minimum], la figure 2 présente les résultats obtenus dans des conditions identiques avec un 
inoculum composé à 100% de lixiviat de terreau.  
 
 
Figure 2. Densité de courant générée par un biofilm électro-actifs sur une électrode 
de tissu de carbone sous potentiel imposé à -0,2 V vs. ECS  
 à partir d’un inoculum composé à 100% de lixiviat de terreau. 
 
En utilisant uniquement du lixiviat de terreau comme inoculum de départ, les performances 
maximales que l’on peut atteindre en termes de densités de courant sont 30% inférieures. En 
effet, la densité de courant maximale atteinte avec 100% de lixiviat n’est que de 11,9 A/m2. 
Surtout les rendements faradiques sont très faibles : 12, 14 et 26% respectivement pour les pic 
1, 2 et 3. Ceci démontre que la majorité du combustible n’est pas utilisé par les micro-
organismes EA pour générer du courant électrique mais plutôt par d’autres micro-organismes 
(dits non EA) présents en suspension dans le milieu réactionnel ou bien même au sein du 
biofilm mixte développé sur l’électrode. Leur présence n’est pas du tout bénéfique au système 
et nous avons pu voir qu’un des moyens pour éviter la prolifération de ces bactéries non EA 
est d’utiliser un inoculum dilué avec du milieu minimum. La dilution de l’inoculum permet de 
diminuer le nombre des bactéries planctoniques présentes dans le lixiviat de terreau et ainsi la 
compétition entre les bactéries EA et les bactéries planctoniques non EA vis-à-vis de la 
consommation de l’acétate était moins importante. En conséquence,  les bactéries attachées 
sur l’électrode consomment d’avantage d’acétate que les bactéries planctoniques en solution, 
et cela se traduit par la génération des courants stables et des rendements faradiques plus 
élevés.  
 
En conclusion, la dilution de l’inoculum de départ avec du milieu minimum favorise la 
croissance des bactéries EA par rapport à celle des bactéries planctoniques présentes 
naturellement au départ dans le lixiviat de terreau. L’élimination de la croissance des bactéries 
en suspension est également un avantage pour la stabilité des cathodes abiotiques à respiration 
(ou cathode à air) mis en œuvre dans les piles microbiennes. En effet, la présence de bactéries 
en suspension est souvent une cause de pollution des cathodes abiotiques. Elles vont 
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contaminer la surface de la cathode exposée au compartiment anodique et un biofilm va se 
former sur la surface de la cathode. Ce biofilm bloque la diffusion des espèces réactives 
(oxygène et protons H+) et donc freine la réaction de réduction de l’oxygène sur la cathode.  
 
La figure 3 présente la chronoampérogramme obtenue avec l’inoculum [1/3 lixiviat de 
terreau – 2/3 milieu TSB]. Contrairement à ce que l’on aurait pu attendre, la phase de 
latence, correspondant à une période d’acclimatation des populations microbiennes avant le 
démarrage de leur croissance, n’a pas été réduite. Et même au contraire,  le démarrage d’un 
courant d’oxydation n’a été observé qu’après 8 jours de polarisation (Fig. 2). Après le 
démarrage de la croissance du biofilm EA  (jour 8), le courant a augmenté pendant 7 jours 
jusqu’à atteindre une densité maximale de courant d’environ  8,0 A/m2 (jour 17). Ensuite, 
lorsque l’acétate est en concentration limitante pour la génération de courant, le courant ne 
chute pas à zéro contrairement à ce que l’on observe habituellement avec le lixiviat à 100%. 
En effet, la densité de courant se stabilise autour de 2,0 A/m2 pendant une dizaine de jours. 
Un dosage d’acétate réalisé au jour 33 a montré qu’il restait une concentration résiduelle en 
acétate de 4,2 mM dans le milieu réactionnel. Rappelons que la concentration initiale est de 
20 mM en début d’expérience.  
 
 
Figure 3. Densité de courant générée par un biofilm électro-actifs sur une électrode de tissu de 
carbone sous potentiel imposé à -0,2 V vs. ECS  à partir d’un inoculum constitué  
d’un mélange [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu TSB]. 
 
Au contraire, dans les résultats habituellement observés les bactéries consomment la quasi-
totalité des 20 mM d’acétate initialement ajouté puisque la concentration résiduelle en acétate 
est toujours inférieure à 2 mM. Malgré la présence d’acétate en concentration non 
négligeable, un nouvel apport d’acétate (jour 36) a été réalisé pour atteindre une concentration 
totale de 20 mM d’acétate. Cet ajout d’acétate a entrainé un doublement de la densité de 
courant (15,9 A/m2).  
Aussitôt le courant maximal atteint (jour 42), nous avons voulu franchir un pas 
supplémentaire et nous avons remplacé progressivement la totalité du milieu réactionnel  
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contenu dans le bioréacteur par du milieu TSB 100%. Ce changement de milieu visait à 
éliminer les bactéries planctoniques non EA restantes et à conserver uniquement le biofilm 
EA déjà établi sur l’électrode en tissu de carbone. Contrairement à nos prévisions, le courant 
s’est mis a chuté (jours 42 à 57). Le dosage de la concentration en acétate au jour 58 quand le 
courant était voisin de 0,5 A/m2 a montré qu’il y avait toujours une concentration non 
négligeable d’acétate résiduel dans le milieu réactionnel : 3,9 mM d’acétate. Au jour 58, une 
seconde tentative consistant toujours à changer le milieu réactionnel par du milieu TSB frais 
(enriche avec 20 mM acétate), a été réalisée. Un redémarrage de l’électro-activité du biofilm a 
rapidement été constaté mais les performances maximales qui ont été atteintes se sont limitées 
au voisinage de 7,0 A/m2. 
 
Si l’on raisonne uniquement sur l’oxydation du combustible acétate, les rendements 
faradiques (RF) obtenus varient entre 42 et 61% suivant les ajouts d’acétate. Ces RF sont 
nettement meilleurs que ceux qui ont été obtenus en présence d’un milieu réactionnel 
composé à 100% de lixiviat (12%<RF<26%). Cependant, il ne semble pas pertinent de 
raisonner uniquement sur l’oxydation de l’acétate pour calculer les RF car le milieu TSB 
contient d’autres sources de donneurs d’électrons (farine de soja, glucose,…). C’est aussi ce 
qui explique que le courant résiduel sur le chronoampérogramme ne descend jamais à zéro et 
qu’un courant résiduel compris entre 0,5 et 2,0 A/m2 est toujours observé. 
 
En conclusion, l’expérience la plus concluante est celle qui consiste à inoculer un bioréacteur 
avec un mélange [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum] puisqu’elle permet dans le 
même temps d’augmenter de 30% le courant débité par l’anode microbienne formée, de 
stabiliser des productions de courant maximales sur plusieurs jours et, surtout, d’optimiser la 
consommation du combustible puisque les rendements faradiques sont améliorés de 26 à 82%. 
 
1.4 Influence sur les populations microbiennes 
 
En fin d’expérience, les électrodes colonisées par des biofilms EA sont récupérées dans les 
bioréacteurs, stabilisées dans des flacons hermétiques puis enfin envoyer à un laboratoire 
partenaire du projet AgriElec, le Laboratoire d’Ecologie Microbienne de la Rhizosphère et 
d’Environnements d’Extrêmes (LEMIRE, CEA Cadarache), spécialiste de l’analyse des 
populations microbiennes au sein des biofilms. 
 
Leur démarche d’identification des populations mixtes est basée sur : 
• La récupération du matériel génétique global contenu au sein du biofilm avec des kits 
commerciaux  d’extraction des acides nucléiques ; 
• L’amplification par PCR des ARN 16S (véritable carte d’identité des bactéries) ; 
• La séparation des séquences d’ARN 16S amplifiées par la technique "denaturing gradient 
gel electrophoresis" (DGGE) ; 
• Et enfin le séquençage des séquences d’intérêt récupérées sur le gel de DGGE. 
Nous ne rentrerons pas plus en détail dans la description des techniques de biologie 
moléculaire mis en œuvre dans cette démarche expérimentale. 
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Concernant les expériences présentées dans ce chapitre, le LEMIRE s’est attaché à analyser et 
comparer la diversité bactérienne au sein de deux biofilms EA : celui obtenu à partir de 
l’inoculum [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum] (fig. 4A) et celui obtenu à partir 
de l’inoculum [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu TSB] (fig. 4B). Dans chaque cas, 
l’analyse des populations a été réalisée bien sûr sur le biofilm EA final (biofilm sur la fig. 4) 
mais aussi sur un échantillon de milieu réactionnel prélevé et congelé à la fin des expériences 
(milieu sur la fig. 4). 
 
Quelque soit l’inoculum de départ [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum] ou [1/3 
lixiviat de terreau – 2/3 milieu TSB], on constate une évolution des espèces prédominantes  
entre l’inoculum de départ et le biofilm EA présent sur l’électrode en toute fin d’expérience.  
Dans le biofilm qui s’est formé en présence de milieu minimum, on retrouve surtout un 
enrichissement en Ruminobacillus sp., Desulfuromonas acetigens sp., Pelobacter sp., et 
Cellulomonas sp. Dans l’inoculum de départ, Pseudomonas denitrificans, Pseudomonas sp. et 
Rhodobacter sp. représentaient les espèces bactériennes majoritaires. Les bactéries liées au 
genre Pelobacter ont déjà été décrites à plusieurs reprises parmi les bactéries prédominantes 
dans les biofilms EA (Freguia et al., 2010a; Parameswaran et al., 2010; Kiely et al., 2011). 
Néanmoins, en culture pure Pelobacter n’a jamais montré de capacité à produire du courant 
(Richter et al., 2007). Les bactéries Pseudomonas sp., Desulfuromonas sp. et Cellulomonas 
sp. ont également été répertoriées plusieurs fois comme EA (Riis et al., 2003; Busalmen and 
de Sanchez, 2005; Sun et al., 2010). 
 
Le biofilm formé à partir de l’inoculum contenant du milieu TSB s’est enrichi également mais 
avec des espèces complètement différentes. On y retrouve surtout des bactéries du genre 
Geobacter, ainsi d’autres un peu moins connues comme Exiguobacterium mexicanum, 
Cellulomonas hominicus ou Actinotela fermentis. La détection d’espèces du genre Geobacter 
n’est pas du tout surprenante puisque Geobacter sp. et spécialement Geobacter 
sulfurreducens sont les espèces les plus fréquemment rencontrées dans les biofilms EA 
(Franks and Nevin, 2010; Borole et al., 2011). Aussi, récemment, le même type d’analyse 
réalisée sur des biofilms EA formés à partir de lixiviat de terreau 100% sur du tissu de 
carbone polarisées à -0,2 V vs. ECS a révélé la prédominance de Geobacter sp. au sein des 
biofilms EA (Cercado et al., publication en cours de rédaction). Les bactéries du type 
Exiguobacterium mexicanum et Actinotela fermentis n’ont pas encore été répertoriées parmi 
les bactéries potentiellement EA. Par contre, Cellulomonas sp. a déjà été citées dans une étude 
visant à élucider la composition bactériologique d’un biofilms EA (Riis et al., 2003). Les 
populations identifiées dans l’inoculum de départ [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu TSB] 
sont différentes. Le milieu réactionnel contenant du TSB contient essentiellement des Delta 
proteobacterium. D’autres bactéries sont aussi présentes mais elles sont largement 
minoritaires. Elles correspondent aux bandes de plus faible intensité visibles sur les profils de 
DGGE présentés sur la figure 4.  
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Figure 4. Analyses par DGGE de la diversité microbienne au sein de biofilms EA (biofilm) et 
dans des inoculums de départ (milieu): (A) [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum], 
(B) [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu TSB]. 
 
L’identification d’espèces prédominantes différentes dans les deux biofilms pourrait 
s’expliquer par le fait qu’en fonction de la source de combustible (donneur d’électrons), ce ne 
sont pas les mêmes populations qui se développent sur la surface des électrodes et en 
conséquence les densités de courant varient en fonction de la source de combustible 
disponible dans le milieu réactionnel (Kiely et al., 2011). En effet, le milieu minimum ne 
contient qu’une seule source de combustible : l’acétate. En revanche, le milieu TSB contient 
en sus de l’acétate, d’autres éventuels combustibles comme le glucose ou la farine de soja. 
 




Les micro-organismes EA sont souvent décrits comme des micro-organismes anaérobies 
stricts. Ils sont souvent très sensibles à la présence d’oxygène même sous forme de traces. 
Seuls quelques papiers font état de biofilms EA aéro-tolérants mais souvent dans des 
proportions d’oxygène relativement modérées (Lin et al., 2004; Erable and Bergel, 2009). 
Une façon élégante d’éviter la présence d’oxygène au voisinage du biofilm EA sur l’anode est 
d’utiliser la présence des micro-organismes planctoniques aérobies (i.e. en suspension dans le 
milieu réactionnel) pour consommer l’oxygène qui diffuse en solution depuis la surface du 
milieu réactionnel. Par contre, dans un tel système, les micro-organismes aérobies  vont aussi 
consommer du combustible (oxydation de l’acétate) lors de leur croissance. Pour éviter la 
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diffusion de l’oxygène dans le milieu réactionnel et indirectement la prolifération des micro-
organismes aérobies, une voie d’optimisation serait de travailler en conditions d’anaérobiose 
totale. Cette anaérobiose totale pourrait être assurée par un dégazage constant du milieu 
réactionnel à l’azote (bullage de N2). 
 
2.2 Influence du bullage de N2 
 
Un biofilm EA a été formé sur une électrode en tissu de carbone (1 cm2) polarisé à -0,2 V vs. 
ECS dans 150mL de milieu réactionnel composé de [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu 
minimum]  et enrichi avec 20 mM d’acétate de sodium. Pendant les 30 premiers jours de 
polarisation, le biofilm qui s’est établi sur l’électrode en tissu de carbone a permis d’atteindre 
des pics de densités de courant fluctuant entre 10,0 et 15,0 A/m2 (Fig. 5). Ces valeurs de 
densités de courant sont en tout point comparable à celles obtenues dans ce même chapitre au 
paragraphe 1.3.  
 
Après 30 jours d’expérience, le milieu réactionnel a été remplacé uniquement par du milieu 
minimum frais. Cette opération a perturbé pendant quelques heures la production de courant 
anodique mais par la suite le courant est monté en moins de 24h jusqu’à 40 A/m2. Dès le 
combustible totalement consommé, un nouvel ajout de 20 mM d’acétate de sodium (jour 33) a 




Figure 5. Effet du bullage d’azote sur la densité de courant générée par un biofilm  
électro-actifs formé  à partir d’un inoculum [1/3 lixiviat de terreau – 2/3 milieu minimum]. 
 
Au jour 34, toujours lorsque la densité de courant était proche de 40 A/m2, un léger bullage en 
azote a été constamment ajouté dans le milieu réactionnel avec l’objectif de saturer la solution 
en azote et d’ainsi d’éliminer toute présence d’oxygène. Tout de suite, la densité de courant a 
augmenté jusqu’à 50 A/m2. Des densités de courant proches de cette valeur se sont 
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maintenues pendant environ 4 jours. Au jour 40, l’anode recouverte du biofilm EA a été 
enlevée du réacteur et remplacée par une électrode propre qui a confirmée qu’aucun courant 
électrique n’était détectable sans la présence du biofilm EA sur la surface de l’électrode. 
L’électrode colonisée a, quant à elle,  été envoyée au LEMIRE pour analyser les 
communautés bactériennes qui composent le biofilm EA.  
 
2.3 Conséquences sur les populations microbiennes 
 
L’identification des populations microbiennes du biofilm a été réalisée cette fois-ci par 
pyroséquençage après extraction et amplification des ARNs 16S. Le LEMIRE s’est chargé 
des étapes de purification des ARNs 16S et de leur amplification par PCR. Le pyroséquençage 
a été sous-traité à un laboratoire privé aux Etats-Unis.  
 
Les résultats du pyroséquençage sont regroupés dans la figure 6. La souche EA Geobacter 
sulfurreducens est la bactérie majoritaire dans le biofilm EA, elles représentent à elle seule 




Figure 6. Analyses par pyroséquençage de la diversité microbienne au sein d’un  
biofilm EA exposé à un milieu réactionnel saturé par un bullage de N2. 
 
D’autres espèces de bactéries sont aussi hautement présentes dans le biofilm EA. C’est le cas 
d’Exiguobacterium auranticum (12%), d’Alkaliphilus transvaalensis (13%), d’Olsenella uli 
(7%), de Dysgomonas gadei (4%), de Bacillus psychrodurans (4%), de Clostridium 
perfrigens (3%), ou encore de Streptomyces lanatus (3%). 
 
En conclusion, la transition des conditions opératoires vers des conditions d’anaérobiose 
stricte s’est traduite expérimentalement par un gain de 25% sur les densités de courant 
générées par le biofilm EA (passage de 40 à 50 A/m2). Du point de vue de la diversité 
bactérienne, aucun bouleversement particulier des populations n’a été noté. Geobacter 
sulfurreducens est comme (toujours) la plupart du temps l’espèce dominante dans le biofilm 
EA. Les autres espèces comme Exiguobacterium auranticum, Alkaliphilus transvaalensis ou 
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Olsenella uli, présentes à hauteur de 7 à 12% sont beaucoup plus exotiques. Leurs présences 
n’ont, à notre connaissance, encore jamais été rapportées au sein des communautés EA. Cette 
nouvelle approche de l’analyse des populations complexes par pyroséquençage devrait nous 
permettre de mettre le doigt comme ici sur tout un tas de nouvelles espèces encore jamais 
identifiées dans les biofilms EA.   
 
Cet effet positif du bullage à l’azote sur les performances bio-électrochimiques des anodes 
microbiennes a été depuis confirmé plusieurs fois (données non présentées). La 
compréhension de l’effet du bullage à l’azote sur la stabilité du courant et son impact sur 
l’évolution les communautés bactériennes sont toujours activement investiguer au LGC. Ces 
études sont assurées maintenant par Amandine Calmet dans le cadre de son stage de Master II  
recherche.  


























Conception de piles à 
combustible microbiennes
 




Dans mon projet de thèse, un des objectifs qui me tenait vraiment à cœur était de matérialiser 
les avancées que j’avais pu obtenir sur l’optimisation des anodes microbiennes dans des 
prototypes de piles microbiennes. La première étape a d’abord consisté à valider les 
performances des anodes microbiennes formées à partir de lixiviat de terreau dans des cellules 
modèles de pile microbienne. Pour cela, nous avons choisi le modèle de pile à 1 compartiment 
de type Logan (Penn State University) majoritairement utilisé dans la littérature. Ces travaux 
ont été valorisés au travers d’une publication « First steps towards a well-tempered strategy 
for building microbial anodes for microbial fuel cells » soumise au journal « Energy & 
Environmental Science ». 
 
Ensuite, pour aller plus loin et lever certains verrous technologiques que nous avions 
identifiés avec les piles de type Logan, nous avons réfléchi ensemble avec les autres membres 
de l’équipe pour proposer un nouveau design de pile microbienne. Cette réflexion s’est 
concrétisée par la conception d’un prototype que j’ai pu tester et valider et a abouti au dépôt 
d’un brevet d’invention (FR 12 50295 copropriété CEA-INPT). 
 
 
2. Article 4: Premiers pas vers une stratégie pour former des anodes microbiennes de 
PACMs  
 
Pour lever les verrous scientifiques et techniques identifiés sur la technologie des PCAMs, les 
études actuelles tentent de se focaliser séparément sur l’anode microbienne ou bien sur la 
cathode en les étudiant dans des réacteurs électrochimiques à 3 électrodes (ou demi-cellules) 
en conditions bien contrôlées. Dans cet article, nous avons voulu construire un pont entre les 
deux approches en montrant comment des résultats d’optimisation réalisés dans des 
conditions bien-contrôlées en demi-cellule peuvent être transposés dans les PACMs. Un 
modèle théorique capable de prédire la puissance maximale d’une PACM simplement à partir 
d’expériences réalisées sur des anodes microbiennes en demi-cellule a même été proposé. 
Cette partie de modélisation est basée sur la combinaison de lois cinétiques en génie 
électrochimique et en génie biochimique. Elle a été réalisée essentiellement par Alain Bergel. 
 
Concrètement, les expériences ont d’abord été effectuées en réacteurs à 3 électrodes (demi-
cellule). Des électrodes en tissu de carbone ont été polarisées à -0,2 V vs. ECS dans du lixiviat 
de terreau. Toutes les expériences ont été réalisées à température ambiante (20±2oC). Les 
travaux ont consisté à optimiser les paramètres suivants : la concentration en acétate, la 
concentration en KCl et la concentration en tampon bicarbonate. Une fois tous ces paramètres 
optimisés, des anodes microbiennes ont été préparées en conditions optimales sous 
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Ces anodes microbiennes formées dans des conditions optimales ont permis d’atteindre des 
densités de puissance stables de 6,0 W/m2. Ces performances font partie des valeurs les plus 
élevées reportées jusqu’au présent. Enfin, le modèle prédictif a permis d’évaluer que, dans des 
conditions idéales, les  performances théoriques devaient atteindre 8,9 W/m2. La chute 
ohmique causée par la conductivité limitée du milieu réactionnel et l’encrassement de la 
cathode à air ont été identifiés comme étant les principaux facteurs responsables de la 
différence constatée entre la densité de puissance expérimentale (6,0 W/m2) et celle théorique 
(8,9 W/m2). 
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“First steps towards a well-tempered strategy for building microbial anodes 
for microbial fuel cells” 
 
Diana Pocaznoi*, Benjamin Erable, Luc Etcheverry, Marie-Line Delia and Alain Bergel 
 
Soumis le 14 avril 2012  
Energy & Environmental Science 
 
ABSTRACT 
Microbial anodes were formed from soil leachate in half-cell set-ups under polarization at -0.2 
V vs. SCE. The effects of the concentrations of substrate, salt and buffer were investigated to 
determine the values that resulted in the highest currents. Cyclic voltammetry showed that 
only mature biofilms exhibited well-developed electron transport capability. This first phase 
of the work resulted in 10 optimal conditions to form microbial anodes: acetate 20 mM, KCl 
60 mM, 50 mM bicarbonate buffer, and mature biofilms. In the second phase, the anodes 
formed at constant potential in the optimal conditions were checked in MFC operation. Stable 
power densities of 6.0 W/m2 were reached, which were among the highest values reported so 
far. 
A theoretical approach was developed based on the Nernst-Michaelis kinetic law. The model 
allowed the maximum power that a MFC could provide to be predicted solely on the basis of 
the current potential curve of the anode. To exploit the microbial anode optimally, the MFC 
had to be equipped with a cathode of large surface area that could overcome the cathode 
kinetic limitation. The model evaluated the theoretical maximum power density at 8.9 W/m2. 
The difference with the experimental power density of 6.0 W/m2 was due to ohmic drop and 
cathode limit. These two bottlenecks were 20 inherent to properties of the inoculum, which 
did not accept too high salinity and favoured biofouling of the cathode surface. Finally, the 
work proposed a general strategy for designing optimal microbial anodes supported by a 
theoretical model that allows half-cell experiments to be discussed in terms of theoretical 
maximum power supply. 
 
Introduction 
The discovery of the capability of some microbial cells1 and biofilms2,3 to achieve direct 
electron transfer with electrodes has sparked considerable hopes for the microbial fuel cell 
(MFC) technology. Nevertheless, after an exponential increase of the power provided by 
laboratory set-ups, maximum power densities have levelled off at 6.9 W/m2 4 as shown in a 
comprehensive review dating from 2009.5 On the basis of recent reviews6-8 examples of the 
highest power densities reported in the literature are listed in Table 1. To our knowledge, no 
power density higher than 6.9 W/m2 has been reported so far. Most MFCs have provided 
power densities between 1 and 3 W/m2 (with respect to the anode surface area) either with 
mixed inoculum sources or pure cultures. Actually a power density of 30 W/m2 have been 
reported9 but was severely criticized.10 To overcome the different scientific and technical 
bottlenecks7, 11-12 new research paths have to be explored. Among the emerging trends, it can 
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be observed that an increasing number of studies have turned toward separating the different 
MFC components and investigating them individually. Anodes and cathodes are thus more 
and more often investigated in half-cell set-ups under well-controlled electrochemical 
conditions. Complete MFC devices give complex information resulting from multiple 
interacting phenomena. For instance, the anode and cathode potentials can vary in greatly as a 
function of time in a MFC, which leads to time-varying conditions during biofilm formation 
and increases the difficulty of data explanation. 
 
Table 1. Overview of microbial fuel cell performance based on the review articles6-8 with 
supplements. 
 
Applying a controlled potential requires rather costly electrochemical equipment, but less 
expensive solutions have recently been offered.13 In this framework, significant advances 
have been made in the fundamental understanding of microbial anodes. It has become 
possible to establish correlations between the applied potential and the composition of the 
electroactive microbial communities14-15 or to define improved protocols for the formation of 
efficient anodes.16 Well-controlled potentials have also been applied to select electroactive 
strains17-18 or to form mutants with improved electroactive properties.19 Practically, working 
in a half-cell has led to a jump in maximal current densities, which have recently reached 30.8 
A/m2 20 and up to 66 A/m2 in particular conditions.21  
The objective of the present work was to define optimal conditions for forming efficient 
microbial anodes in half-cell conditions and then to show that the maximal performance 
obtained in the half-cells can be reached in a MFC device. To attain this objective, a microbial 
anode was formed from a soil leachate. Soils remain largely untapped in the MFC domain 
although they offer a very large microbial diversity, which may be promising source for 
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electroactive biofilms.22 A few attempts have successfully exploited soils to form microbial 
anodes23-26 and a recent study comparing different soils has suggested that there is promising 
potential.27 Microbial anodes were formed here in half-cell set-ups under constant polarization 
at -0.2 V vs. SCE. The value of the applied potential was not discussed, because -0.2 V vs. 
SCE was determined as the optimal value in a previous specific work (to be published). The 
effect of substrate, buffer and salt concentrations were studied. Cyclic voltammetry was also 
implemented to detect the effect of the biofilm age on its electron transport capability. Each of 
the four parameters studied contributed to determine optimal conditions for forming microbial 
anodes under applied potential. 
In the second phase of the work, the microbial anodes were shifted to MFC operation. A 
theoretical approach was proposed, which allows the maximum power that could be provided 
in a MFC to be predicted on the basis of the current-potential characteristic of the anode 
alone. The experimental data confirmed the validity of the theoretical approach. It was 
demonstrated that using a MFC equipped with a cathode having a surface area that was 
oversized with respect to the anode allowed the maximum performance of the anode to be 
expressed. A high power density, close to the maximum value predicted by the model, was 
thus ensured because the large surface area of the cathode overcame its kinetic limit. These 
results confirmed the validity of the strategy of designing an optimal microbial anode in a 
half-cell under well-controlled conditions and then shifting it to MFC operating conditions. 
Moreover, thanks to the theoretical approach developed here, it will now be possible to 
predict the maximum power that a microbial anode could provide in a MFC from a current-
potential curve recorded in half-cell conditions. 
 
Results and discussion 
Effect of substrate concentration 
Four electrochemical reactors were run simultaneously with different concentrations of 
sodium acetate: 10, 20, 50 and 100 mM. The current exhibited a similar initial increase for 
anodes fed with 10, 20 and 50 mM acetate. The first current peaks were reached after 14 to 18 
days with maximum current densities of 2.5, 5 and 4.5 A/m2 for 10, 20 and 50 mM acetate 
respectively. The successive acetate additions then gave maximum current densities of 8 A/m2 
for 10 mM acetate and around 12 A/m2 for 20 and 50 mM (Fig. 1A to 1C). In contrast, the 
current provided 50 by the anode fed with 100 mM acetate increased slowly and reached a 
maximum of only 4 A/m2 after 32 days. In this case, after 75 days, the initial load of acetate 
had not been completely consumed (Fig. 1D).  
Studies dealing with the dependence of the current on substrate concentration have generally 
shown that the current increases proportionally to substrate concentration at the lowest values 
and then tends to a maximum plateau at high values. Using a microbial anode formed from a 
pure culture of Geobacter sulfurreducens, Marsili et al. found a proportional relationship with 
acetate concentrations up to 0.2 mM, the current then increasing by only 20% when the 
acetate concentration was increased from 1.2 to 3 mM.28 Similar behaviour has been observed 
with a wild microbial anode formed from effluents and fed with acetate at 0.5 to 20 mM. The 
current density increased proportionally up to around 3 mM and then tended to a plateau value 
for the higher concentrations.29 Using a larger range of concentrations, from 0.5 to 35 mM, 
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with a microbial anode formed from domestic wastewater, Sharma and Li observed an 
inhibiting effect by the highest concentrations of the different substrates (acetate, ethanol, 
glucose)30: the MFC gave maximal voltages in the range 5 to 10 mM, which decreased at 20 
and 35 mM. 
 
 
Figure 1. Chronoamperometries of carbon cloth electrodes in soil leachate under constant 
polarisation at -0.2 V vs. SCE with successive additions of acetate at different concentrations: 
(A) 10 mM, (B) 20 mM, (C) 50 mM, (D) 100 mM. 
 
A similar trend was observed here. The range of optimal concentration values was larger than 
previously reported, as no inhibiting effect was detected at a concentration of 50 mM. The 
substrate inhibiting effect can obviously be explained by the inhibition of metabolic enzyme 
catalyses. Nevertheless, other phenomena can also contribute, such as the pH of the solution, 
which may change in different ways depending on substrate concentration.30 On the other 
hand, Aelterman et al. have noted that biofilms growing on electrode surfaces are subject to a 
duality that is rarely observed in natural conditions: the substrate concentration is the highest 
at the outer layers of the biofilm while the final electron acceptor (electrode) is only available 
at the inner layer.31 This configuration may also contribute to the decrease in activity of the 
thickest biofilms, which are formed at the highest substrate concentrations. 
The average Coulombic efficiencies (CE) for the first three acetate additions were 23, 17 and 
15% at 10, 20 and 50 mM, respectively. The initial concentration of 100 mM led to only 6% 
CE. CE is controlled by the balance between the acetate that is consumed by the anode 
respiring bacteria and the acetate consumed by the non-electroactive bacteria. The soil 
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leachate used here contained a rich planktonic microbial flora and many chemical compounds 
that can play the role of electron acceptor, such as oxygen traces, nitrates, and sulphates. The 
presence of these alternative electron acceptors favoured the growth of nonelectroactive 
bacteria30-32 and explain the rather low CE obtained. Moreover, the diminution of the CE 
value observed here with increasing substrate concentration is commonly observed.30 The 
increase of the substrate availability favoured the growth of the planktonic bacteria, mainly 
when electron acceptors are present in solution. In contrast, with increasing substrate 
availability, the biofilm development becomes limited by specific parameters,  such as limited 
available surface area or slow mass transfer though a thick matrix. These limiting parameters 
unbalanced the ratio of cell growth in favour of planktonic state with increasing substrate 
concentration, resulting in lower CE values.  
The pH value measured in each electrochemical reactor after a few days was around 9. A 
series of five experiments was carried out to observe the pH evolution in the absence of 
electrochemical reaction. Five reactors, each containing 150 mL compost leachate with no 
electrode inside were initially supplied with acetate 0, 10, 20, 50 and 100 mM. The initial pH 
values were 7.0, 7.5, 8.0, 9.0 and 11.9 respectively. After 20 days all five reactors get a pH 
value in the range 8.6 to 9.4, which remained stable for eight weeks. It was concluded that the 
alkalinization was not linked to the electrochemical reactions but was due to the spontaneous 
evolution of the non-buffered compost leachate. 
 
About  reproducibility 
The maximum current densities depended partly on the initial bag of compost that was used to 
prepare the leachate. In three different series of experiments performed with different 
leachates and 10 mM acetate, the current peaks at the third acetate addition varied from 6.3 to 
8 A/m2. In five different series performed with 20 mM acetate, the third current peaks varied 
from 12 to 16.3 A/m2. In this last case, using a large volume of leachate (600 mL) to increase 
the amount of available acetate, with a small anode surface area (1 cm2) to lower the acetate 
consumption, allowed a maximum current to be maintained for a week in the range 13.0 to 
14.5 A/m2. To sum up, experiments performed in different setups showed that the maximal 
current density may differ from one series of experiments to another essentially because of 
variability of the soils. Nevertheless, the orders of magnitude were similar and the general 
trends were always followed. 
 
Biofilm maturation with different acetate concentration 
During the chronoamperometry experiments, the polarization was interrupted to record cyclic 
voltammetry (CV) curves when the electrode provided maximum current (day 35, 31, 29 and 
32 respectively for 10, 20, 50 and 100 mM acetate; Fig. 2). Similar CV curve shapes as those 
observed here: a sigmoid curve with a superimposed redox peak, have already been reported 
in the literature with multi-species biofilms formed from domestic wastewater fed with 
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Figure 2. Catalytic cyclic voltammetry (CV) curves (1 mV/s) recorded with the microbial  
anodes from Figure 1 when currents were around maximum values. 
 
A numerical approach has recently been proposed for modelling CV curves of microbial 
anodes.34 The model is based on 5 successive steps (Fig. 3). 
 
 
Figure 3. Schematic representation of electron transfer mechanism in electroactive biofilms 
(adapted from Strycharz et al., 2011): 1) Diffusion of the substrate to and of the products from 
the microbial cell, 2) Metabolic redox reactions inside the cell, 3) Electron transfer from the 
microbial cell to the first extracellular redox compound, 4) Electron transport through the 
electron transport network of the biofilm (diffusion of redox compounds, pili conduction…), 
5) Electrochemical electron transfer to the electrode surface. 
 
Step 1: mass transport of acetate, carbon dioxide and protons into and out of the 
biofilm (Fick’s diffusion), 
Step 2: microbial oxidation of acetate to carbon dioxide and protons (Michaelis-like 
reaction), 
Step 3: electron transfer from inside the cell to the redox mediator or to the 
extracellular electron transfer system (irreversible first-order reaction), 
Step 4: electron transport in the biofilm matrix towards the electrode surface 
(diffusion-like), 
Step 5: electron transfer onto the anode surface (electrochemical kinetics). The 
numerical CV curve exhibited a superimposed oxidation peak, similarly to the curves 
obtained here (Fig. 2A), only when Step 3 was rate-limiting. According to this numerical 
approach, it can be concluded that current production was limited here by Step 3, i.e. by 
electron transfer from the microbial cell to the electron transfer network of the biofilm (redox 
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mediator, or conductive pili, or extracellular cytochrome…). The peak was smaller on the CV 
recorded with 100 mM acetate. In this case, the cell metabolism (Step 2) was inhibited by the 
high acetate concentration and consequently Step 3 had a lower limiting effect. 
CVs were also recorded after acetate depletion (non-turnover CVs) at the end of the first and 
second current peaks (Fig. 4A, 4B and 4C).  
 
 
Figure 4. Non-turnover cyclic voltammetry curves (1 mV/s) recorded with the microbial anodes 
from Figure 1 when acetate was depleted after the first and the second addition of acetate: 
 (A) 10 mM, (B) 20 mM, (C) 50 mM. 
 
The CV curves detected almost no redox properties inside the biofilms after the first acetate 
addition. In contrast, complex redox events in the potential range from -0.2 to -0.5 V vs. SCE 
appeared at the end of the second acetate addition, which indicated multiple redox properties 
of the biofilm. It would not make sense to extract detailed conclusions from a comparison of 
CVs performed on different electrodes under different operating conditions, but it is worth 
noting that the CV curves recorded here after the second acetate addition had a general shape 
close to the CV reported for electroactive biofilms formed from pure cultures of Geobacter 
sulfurreducens.35-36 In each case, the non turnover CVs showed that only one acetate addition 
was not enough to develop the electroactive properties of the biofilms. Moreover the biofilm 
obtained at 50 mM showed less rich redox contents. 
The concentration of 20 mM was considered as optimal here because it led to similar current 
density and Coulombic efficiency to 50 mM but the current peaks were shorter in time, 
allowing more numerous successive experiments to be done in the same period of time. 
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Moreover, non-turnover CVs showed richer redox electron transfer capabilities for the 
biofilms formed with 20 mM acetate. 
 
Effect of bicarbonate buffer 
Torres et al. observed a great increase in the current provided by microbial anodes in the 
presence of high concentration of buffer solution. They recorded current densities going from 
2.2 A/m2 with 12.5 mM phosphate buffer to 9.3 A/m2 with 100 mM.37 They showed that the 
current was limited by the proton transport out of the biofilm. Accumulation of the protons 
produced by the microbial oxidation of the substrate caused local acidification in the biofilm, 
which inhibited the microbial metabolisms. The authors explained that the buffering species 
enhanced proton transport out of the biofilm and thus limited local acidification.  
To look for a possible similar effect on our microbial anodes, experiments were carried out 
with bicarbonate buffer pH 9.0. Bicarbonate was chosen instead of phosphate because the pH 
value in the electrochemical reactors was around 9. Using a buffer with a slightly higher pKa 
ensures a buffering effect that stabilises the pH.39 Moreover, the small bicarbonate ions can 
transfer protons more efficiently than phosphate ions.38 The proton transfer rate via 
monobasic phosphate has been reported to be 34% lower than that of bicarbonate because of 
the lower mass transfer coefficient of phosphate in water (1.0 x 10-5 cm2 s-1 vs. 1.34 x 10-5 
cm2 s-1 at 30oC).38-39 
A microbial anode was formed under standard conditions, with three successive additions of 
acetate 10 mM. From day 55, the current was stabilized for six days in the range 6.5 to 9.5 
A/m2 by adding acetate as soon as the current began to decrease. During the stable current 
phase, a solution of bicarbonate buffer pH 9.0 was added into the reactor with increasing final 
concentrations. Concentrations of 2.5 and 25 mM did not affect the current. Bicarbonate 50 
mM immediately increased the current density by 0.8 A/m2 (10%), while 100 mM and 200 
mM decreased the current, also immediately after addition, by 0.8 and 0.7 A/m2, respectively. 
The addition of 50 mM bicarbonate increased the conductivity of the medium from 12 mS/cm 
to 15 mS/cm. The corresponding resistivities were ρ= 0.83 and 0.67 Ωm. Taking into account 
the current density of around 7 A/m2, the 2 cm2 anode surface area and the 0.5 cm distance 5 
between the anode and the reference electrode, gave ohmic drops of 29 and 23 mV without 
and with 50 mM carbonate, respectively. The 10% increase observed with 50 mM bicarbonate 
was thus not explained by a diminution of the ohmic drop but must correspond to a slight 
enhancement of the proton transport inside the biofilm as observed by Torres et al.37 
Nevertheless, the effect was very much lower than previously reported. The previous studies 
formed the biofilm in the presence of 100 mM buffer and then decreased the buffer 
concentration to detect its effect. It cannot be ruled out that a biofilm formed in the presence 
of high buffer concentration may then need the presence of buffer, for example because of the 
selection of particular microbial species or because the absence of buffer may destabilize its 
extracellular matrix. 
Here, the low effect of the addition of buffer also confirmed that diffusion was not a rate-
limiting step, as indicated by the analysis of the CV curves (section “Biofilm maturation with 
different acetate concentration”). Epifluorescent imaging of microbial anodes, after 7 weeks 
under polarization and MFC operation, showed that the biofilm was essentially formed around 
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the 8 µm diameter fibres that composed the woven structure of the cloth electrode. The 
biofilm sometimes form a very thin film between the fibres but the biofilm structure remained 
everywhere largely opened. The biofilm structure was thus characterized by a low thickness 
and a large surface area exposed to the solution, which favoured mass transfers (Fig. 5). 
 
 
Figure 5. Epifluorescence microscopy of the microbial anode formed on carbon cloth  
after 7 weeks under polarisation at -0.2 V vs. SCE and in MFC operation. 
 
Effect of ionic strength 
High conductivity of the electrolyte is beneficial to any large scale electrochemical reactors in 
order to decrease the internal resistance of the reactors. To assess the capability of our anode 
to accept high ionic strengths, the standard experiment reported in section “Effect of substrate 
concentration” (10 mM acetate) was pursued with a fourth acetate addition. Potassium 
chloride was then added into the reactor when the current was maximum (day 42). The first 
50 KCl addition (1100 mM final concentration) decreased the current from 7 to 4.5 A/m2 after 
only one hour, the second addition (160 mM final concentration) decreased the current to 4 
A/m2 in one hour more. Unfortunately, the microbial anode did not accept to an increase of 
the ionic strength. The sensitivity to salinity revealed here can also explain the negative effect 
of bicarbonate above 50 mM detected in section “Biofilm maturation with different acetate 
concentration”. 
It has already been pointed out that the optimum ionic strength should be found for each 
inoculum40 because an excessivel strong electrolyte alters the osmotic pressure of the bacterial 
cell membrane.41 Nevertheless, the detrimental effect of high ionic strength has rarely been 
demonstrated experimentally because most reported experiments have been carried out in 
MFC devices. In this case, increasing the ionic conductivity has two antagonist effects: a 
positive effect by decreasing the internal resistance39,42-43 and, above a threshold value, a 
negative effect on the microbial metabolism. It is consequently difficult to identify in a MFC 
configuration the real value of the threshold that starts to alter the microbial metabolisms. In 
contrast, a three-electrode system minimizes the ohmic drop effect (as calculated in section 
“Effect of bicarbonate buffer”) and allowed a direct assessment of the impact of ionic strength 
on the biofilm electroactivity. 
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Microbial fuel cell (MFC) set-up 
Three microbial anodes were formed under polarization with 20 mM acetate in three separate 
MFC reactors. Three successive additions of acetate were made in two reactors to obtain 
mature electroactive biofilms according to the results presented in section “About 
reproducibility”. The current varied in the same way for the two reactors (Fig. 6).  
 
Figure 6. Chronoamperometries of carbon cloth electrodes in soil leachate under constant 
polarisation at -0.2 V vs. SCE with three successive additions of acetate 20 mM. 
 
After 32 days, the polarization was stopped and the two anodes were transferred into a MFC 
device. Acetate 20 mM was added when the cell tensions dropped down. The tension vs. time 
(Fig. 7) behaviour of each MFC was similar.  
 
 
Figure 7. Cell tension supplied by the microbial fuel cells with a 330 Ω electrical resistance.  
The MFCs were designed with the microbial anodes developed  
under chronoamperometry (Figure 6). 
 
The MFCs provided maximum power densities of 6.0 and 5.8 W/m2 for several days. The 
stationary power densities obtained were similar to the highest performance reported in the 
literature (Table 1). Consistently with the experiments reported in section “Effect of 
bicarbonate buffer”, adding 50 mM bicarbonate buffer (day 8) increased the power density 
from 6.0 to to 6.6 W/m2 (10%). The effect of the biofilm age was assessed with the third 
MFC. This MFC was made with the microbial anode that underwent only one addition of 
acetate 20 mM during its formation in the half-cell set-up. The MFC showed some difficulty 
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in starting, providing only low tension for the first few days after connection. After 11 days 
the stationary power poorly stabilized and never exceeded 5.6 W/m2. This result confirmed 
the advisability of forming mature biofilms under polarization before to operate them in MFC. 
Too-young biofilms have already been shown to lead to deficiency, which can be detected on 
the polarization curves.44-45 The non-turnover CV (i.e. recorded after complete acetate 
depletion) showed here to be a powerful tool to decide whether an anode prepared under 
polarization is ready to be shifted to MFC operation or requires more polarization time. The 
criterion for deciding on the readiness of the biofilm should be the presence of numerous 
current peaks in the region of low potentials, which characterize a mature electron transport 
system (Fig. 4). 
Polarization curves were recorded on the two MFCs built with the mature biofilms at the 
beginning (day 0) and at days 5 and 8 of MFC operation (Fig. 8A and 8B). The polarization 
curves gave maximum power densities of the same order of magnitude as the stationary 
values, with around 16% overestimation (7.0 and 6.7 W/m2 on the polarization curves instead 
of 6.0 and 5.8 W/m2 at steady state). The large overshoots that have sometimes been reported 
in the literature were not observed here. Thanks to the reference electrode set in the MFCs, 
current-potential curves were plotted simultaneously to the polarization curves (Fig. 8C). The 
anodes exhibited kinetics similar to than those recorded by CV in the half-cell set-up, which 
confirmed that both the CV scan rate and the rate of change of the resistance values were slow 
enough to assess the steady state anode kinetics. 
 
 
Figure 8. MFCs electrochemical characterisation. (A) and (B) Power curves recorded  
at different times on the two MFCs, (C) Potentiel-current curves. 
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The power-current curves were not symmetrical. The maximal powers were obtained with a 
resistance value of 330 Ω, for which the anodes were at a potential around -0.35 V vs. SCE. 
When the electrical resistance was changed to values lower than 330 Ω, the anode provided a 
constant current value, which was the maximum value of around 1.5 mA. In the second 
branch of the polarization curve, i.e. for electrical resistances 5 lower than 330 Ω, the current 
was consequently constant whatever the value of the resistance. The power was limited by the 
anode, which was not able to provide current higher than the maximum plateau (J-E curve). In 
such conditions, the second branch of the polarization curve should be strictly vertical (P-J 
curve). Actually, it was slightly tilted to the right because the current decreased slightly when 
the potential of the anode increased. This small decrease in anodic current may have been due 
to a slight inhibition of the anode at high potential values. 
 
Numerical model of the polarization curve obtained by a given microbial anode in ideal 
MFC conditions 
As noted in the introduction section, more and more studies are using polarization in half-cells 
with promising results. It will consequently be of great interest to be able to predict the power 
that a microbial anode could provide in a MFC on the basis of the half-cell data only, without 
needing to repeat in a MFC the experiments already done in the half-cell. 
The power density (P, W/m2) provided by a fuel cell is: 
 
P = (EA – EC) j – (Rsol I) j   (1) 
 
where EA and EC are the anode and cathode potentials (V), j is the current density (A/m2), I 
is the current (A) and Rsol is the resistance of the solution between anode and cathode (Ω). In 
the aim to exploit a microbial anode optimally, the solution resistance must be decreased, by 
adding salts or buffer for example, and the cathode kinetics must be faster than the anode 
kinetics. A simple way to overcome the cathode kinetics limit is to use a larger surface area 
for the cathode than the anode. Such a method has, for example, been successfully used to 
obtain the best MFC performance reported so far with an air-cathode,4 with a ratio of 14 
between anode and cathode surface areas. In ideal conditions, the cathode would exhibit a 
vertical current-potential curve, meaning that the cathode potential always keeps its open 
circuit value (EC,oc) whatever the current provided. Assuming an ideal cathode and neglecting 
the solution resistance, equation (1) gives the theoretical power density that can be provided 
by a microbial anode in optimal conditions: 
 
P = (EA - EC,oc) j  (2) 
 
The Nernst-Michaelis equation established by Torres et al. can be used to model the j-E curve 
of the anode: 46 
 
j = jmax {1/(1+exp[-F/RT(EA-EA,K)])}  (3) 
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where jmax is the maximum current density provided at the plateau, F the Faraday constant 
(96485 Coulomb/mol e-), R the gas constant (8.3145 J/mol K), T the temperature (293.15 K), 
and EA,K the anode potential at which j = jmax/2. Fitting the current potential curve with 
equation (3) showed that the anode obeyed a Nernst-Michaelis kinetics perfectly, with the 
values jmax = 14.9 A/m
2 and EA,K = -0.43 V vs. SCE (Fig. 9A).   
 
 
Figure 9. Comparison of the numerical model with the experimental data obtained from MFC 2 
at day 0. White A) Current-potential curves of the anode and cathode,  
B) Polarization curve of the MFC. In each figure white marks represent the model and black 
marks the experimental data. For the cathode the grey marks represent the experimental 
measures corrected from the ohmic drop. 
 
The expression of EA extracted from equation (3) allows the power density to be expressed as 
a function of the current density: 
 
P = {(EC,oc - EA,K) + RT/F Ln(jmax/j - 1)} j  (4) 
 
Equation (4) represents the optimal polarization curve (P - j) that could be obtained with an 
ideal cathode and with no ohmic drop. Introducing the value EC,oc = +0.28 V vs. SCE, 
measured for the air-cathode used here, gave the polarization curve, plotted in Fig. 9B, that 
should be obtained if the MFC device ensured ideal conditions. The numerical approach 
confirmed that a vertical decrease of the second branch of the polarization curve (electrical 
resistances lower than optimal) must be observed when the power supplied is strictly limited 
by the anode kinetics. A Nernst- Michaelis type anode implemented in a MFC with a large 
cathode surface area logically leads to such a severe dissymmetry. This dissymmetry is not a 
sign of a dysfunction but evidences the current limit imposed by only one electrode (it should 
be noted that the same dissymmetry would be obtained if the cathode alone limited the 
current). The model confirmed that the power maximum was determined here by the 
kinetically limiting anode. The cell design based on large oversizing of the cathode surface 
area managed to overcome (in part see section “Comparison of theoretical predictions and 
experimental results”) the slow kinetics of the air-cathode and to exploit the anode optimally. 
Finally, equation (4) was derived: 
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dP/dj= (EC,oc - EA,K) + RT/F {Ln(jmax/j - 1) - jmax/(jmax - j)}   (5) 
 
and setting the derivative to zero: 
 
(EC,oc - EA,K) + RT/F {Ln(jmax/j - 1) - jmax/(jmax – j) } = 0   (6) 
 
gives the maximum point of the polarization curve. Equation (6) can be solved by numerical 
iterations but it is more accurate to treat it as a function of EA rather than j because, at the 
maximum point, the value of j is close to jmax, which may introduce instability in the iterative 
process. Equation (6) was consequently transformed to: 
 
EA
opt = EA,K +RT/F Ln [F/RT (EC,oc - EA
opt)]   (7) 
 
Solving equation (7) by iterations gives the value of the anode potential (EA opt) at which the 
MFC provides the maximum power. Then, combining equations (2) and (3) leads to the value 
of the theoretical maximum power density (Pmax): 
 
Pmax = (EA
opt – EC,oc) 1/{1+exp[-F/RT(EA
opt – EA,K)]}  (8) 
 
In conclusion, equations (7) and (8) give a fast assessment of the maximum power density 
that a microbial anode can provide on the sole basis of its current-potential curve. This curve 
can be recorded in a half-cell set-up and the Pmax evaluation does not need any supplementary 
experiment in MFC configuration. The parameters EA,K and jmax can be easily measured from 
the current potential curve. The value of the cathode potential at open circuit EC,oc can be 
extracted from the literature or measured experimentally if a very specific medium is used. It 
is then sufficient to solve equation (7) by a simple iteration process and to put the EA opt 
value found into equation (8) 5 to get the maximum power that can be produced by the 
microbial anode. 
 
Comparison of theoretical predictions and experimental results 
With the experimental data obtained here, equation (7) gave the optimal anode potential EA 
opt 
= -0.34 V vs. SCE. This theoretical value was equal to the experimental potential that the 
anode had with the external resistance of 330 Ω. Equation (8) indicated that the microbial 
anodes should be able to provide a maximum power density of 8.98 W/m2 in ideal conditions. 
The maximum power density of 6.7 W/m2 measured on the experimental curve was 25% 
lower than the theoretical evaluation. It is easy to observe (Fig. 9A) that, despite its large 
surface area, the cathode was far from the ideal verticality. Actually, both the anode and 
cathode potentials were measured with respect to the same reference electrode, which was 
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close to the anode surface. The current potential curves of the cathode consequently included 
the total ohmic drop of the cell. With a solution conductivity of 12 mS/cm, i.e. a resistivity ρ 
= 0.83 Ωm, the anode and cathode surface areas (A) of 1 and 19 cm2 respectively, and a 
distance L = 3 cm between the two electrodes, the resistance of the solution (Rsol) can be 
calculated by: 
                                                                      L 
Rsol = ρ ∫ dl/A  (9) 
                                                                      0 
 
which gives, for two disk electrodes centred on the same axis: 
 
Rsol = ρ L/ π (rC-rA) (1/rA-1/rC) = ρ L/π rC rA = 57 Ω  (10) 
 
where rA=0.564 cm and rC=2.46 cm are the anode and cathode radii (the anode was 
assimilated to a disk for the sake of simplicity). The value of the resistance of the solution 
allowed the current potential curve of the anode to be corrected from the ohmic drop: 
 
EC,correct = EC + Rsol I              (11) 
 
where EC,correct and EC are the corrected and the raw measured potentials (V) of the cathode 
and I is the current (A). At the optimal point, the measured cathode potential was +0.130 V 
vs. SCE and the corrected value EC,corr = 0.210 V vs. SCE (Fig. 9A). Considering the open 
circuit value EC,oc = +0.28 V vs. SCE indicated that the potential loss due to the cathode 
kinetics was 70 mV at the optimal point. On the other side, the anode with an open circuit 
potential EA,oc = -0.54 V vs. SCE introduced a potential loss of 200 mV at the optimal point. 
Obviously, the potential loss due to the anode then increased drastically on the course of the 
second branch of the polarization curve (R < 330 Ω) until it reached 640 mV when the MFC 
was short-circuited (both anode and cathode were at +0.1 V vs. SCE). These values confirmed 
that the anode imposed the main kinetic limit, as targeted by the cell design. Nevertheless, the 
potential losses due to the solution resistance and the cathode kinetics remained important at 
the optimal point and were responsible for diminishing the experimental maximum power by 
25% with respect to the value that could be reached theoretically. 
The soil used here revealed a promising ability to form microbial anodes, which gave power 
density among the highest values reported so far. Nevertheless, comparing the experimental 
result with the theoretical limit revealed some bottlenecks that should be addressed in order to 
better exploit this source of inoculum. 
The sensitivity of the microbial anodes to the addition of KCl and the poor improvement 
afforded by buffer addition were revealed by the experiments performed under applied 
potential and were confirmed in MFC operation. It would consequently be difficult to 
decrease the ohmic drop. A possible path in this direction would be to try to adapt the 
microbial community to higher salinity as has been successfully achieved with pure culture of 
Geobacter species for instance.47 In spite of its large surface area, 95 mV of the potential lost 
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was due to the cathode. At the optimal point of the power the cathode provided around 1.4 
mA, i.e. a current density of 0.74 A/m2 with respect to its surface area. An air-cathode 
including platinum particles could ensure higher current density. Here the soil leachate was a 
solution highly loaded with mineral and organic matter, which induced significant 
(bio)fouling on the internal cathode surface. This fouling was evidenced by simple visual 
examination of the cathode after disassembly of the cell. Because it hampers the ionic 
transport to the catalyst particles, fouling is a major cause of the poor performance of the 
cathode.48 This would be a serious drawback in the development of further large-scale 
applications with this medium. To take advantage of the promising properties of the inoculum 
this bottleneck must be solved. Work is now turning to the use of synthetic media to decrease 
the organic load of the solution with the main goal of decreasing cathode fouling while 
keeping the anode performance. 
 
Proposed general strategy for building microbial anodes under polarization 
The general approach proposed in this study can be summarized as follows. 
1) Define a set of initial standard conditions appropriate for the inoculum. The best chemical 
composition of the medium to be used depends on each inoculum, but some parameters have 
particular importance: 
- The concentration of substrate: acetate 10 mM may be considered as a relevant initial value; 
- Conductivity of the medium: around 10 mS/cm is generally accepted by microbial consortia; 
- Addition of buffer may both increase the medium conductivity39-49 and improve the proton 
transport inside the biofilm.37 Nevertheless, the results reported here indicate that some 
biofilms can be sensitive to too-high a concentration of buffer. Adaptation of the inoculum to 
high buffer concentration may be an interesting path to be explored. 
 
2) Define the optimal value of the applied potential.  
The applied potential is certainly the most elusive parameter in the current state of the art. It 
has been demonstrated that low potential values can select for the most efficient electroactive 
strains and consequently form the most efficient anodes.14 Nevertheless, high potential values 
have also been shown to increase the performance.23, 31, 50 For this reason we suggest 
investigating this parameter first. A series of experiment should be done in parallel at different 
polarization potential values using the same source of inoculum or, better, with several 
working electrodes polarized at different potential values in the same reactor thanks to a 
multi-channel potentiostat. The optimal value of the applied potential will then be fixed for all 
the further experiments. 
 
3) Investigate each parameter individually under applied potential. Several series of 
experiments need to be performed with the initial standard conditions, by varying only one 
parameter in each series. Parallel experiments must be performed for each parameter. 
- If a change in temperature is intended, temperature (which was not investigated here) may 
be checked in priority, because it generally has an important effect both on metabolic rates 
and on the selection of microorganisms. 
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- Substrate concentration may then be checked, a sigmoidal variation is expected,29 with 
inhibition at the higher values. 
- For objective of decreasing the internal resistance of large scale MFC, the solution 
conductivity and buffer concentration must be as high as possible to decrease the ohmic drop 
and improve proton transport from the biofilm. If the half-cell set-up is suitably designed, 
with the tip of the reference electrode as close as possible to the working electrode, the 
conductivity of the medium will have no significant effect on the current produced by the 
anode. As a consequence, under polarization in a half-cell set-up, the progressive increase of 
the salt concentration should firstly not affect the current. Then, at high concentrations, a 
current decrease should be observed because of the inhibition of the metabolic processes. The 
optimal salt concentration will be the highest value that does not affect the current. The effect 
of buffer is more complex because it affects both the conductivity and the proton transport 
inside biofilms. It is expected that low buffer concentrations would increase the current by 
improving proton transport and the highest concentrations would also have the effect of 
decreasing the current because of metabolic inhibition, as was observed here. 
- Biofilm age: it seems advisable to wait until a biofilms has fully developed its electroactive 
capability before shifting it to MFC operation. The electroactive maturity of biofilms can be 
checked by cyclic voltammetry when the substrate is depleted. So-called non-turnover CVs 
detect the redox compounds contained in the biofilm.36 The biofilm can be considered ready 
to be exploited in the MFC when CV curves exhibit numerous current peaks in the region of 
low potentials. A scan rate of 1 mV/s is commonly used, but a theoretical analysis of the 
effect of scan rate on the detection of redox species contained in a biofilm would be useful to 
deeper fundamental understanding of biofilm electroactivity mechanisms. 
 
4) Form the optimal anode under polarization using the set of optimal parameter values 
defined in step 3. 
 
5) Record current-potential curve of the optimal anode: the current-potential characteristics of 
the anode must be recorded with substrate at the optimal concentration. The current-potential 
curve may be obtained step by step by successively imposing different potentials or by 
varying the external resistance if the anode is already set up in a MFC. In order to obtain a 
relevant assessment of the performance of the anode, the current-potential curve must give the 
steady state characteristics of the anode. For this purpose, the time at each step must be 
sufficient to record the steady state current, for instance at least 10 minutes. The current-
potential curve can also be obtained by CV at low scan rate, commonly 1 mV/s. The time 
necessary for each step may be sometimes longer or the scan rate lower. A simple means of 
validating the current-potential curve is to check whether the value obtained is identical to 
that in step 4 at the same potential. If the current-potential curve can be fitted by a Nernst- 
Michaelis law, equations (7) and (8) predict the theoretical maximal power that the microbial 
anode can supply. For other curve shapes, a Butler-Volmer-Nersnt approach may be 
developed.29 
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6) It may be helpful to check the validity of the model prediction by using the anode in MFC 
operation. If this is the objective, the MFC must be designed with a cathode surface area large 
enough to overcome the cathode kinetic limitation. A good means of checking this is to verify 
that the cathode potential remains close to its open circuit value when the electrical resistance 
is varied towards zero. 
 
7) Obviously any discrepancy between the model prediction and the experimental data will be 
the source of rich discussions and possibly interesting advances. 
 
Experimental 
Formation and test of microbial anodes in electrochemical reactors 
The source of inoculum was garden compost for biological cultivation (Eco-Terre). 1L of soil 
was mixed with 1.5 L of distilled water that contained potassium chloride 60 mM. The 
mixture was stirred for 24 hours and then centrifuged to obtain a leachate. This soil leachate 
was used directly in the electrochemical reactors, only sodium acetate at different 
concentrations was added as substrate. Experiments were performed using three-electrode 
systems, each consisting of a 2 cm2 carbon cloth anode (PaxiTech SAS, France), a saturated 
calomel reference electrode (SCE, Radiometer Analytical) and a 5 cm2 platinum grid as the 
auxiliary electrode (Heraeus), in electrochemical reactors that contained 150 mL of soil 
leachate. The anode was connected to the electrical circuit with a 12-cm-long, 1-mm-diameter 
platinum wire. Biofilms were formed under constant polarization at -0.2 V vs. SCE using a 
multi-channel potentiostat (VMP Biologic SA) recording the current every 1800 s. When 
indicated, additions of acetate were made when the current dropped to near zero. All 
experiments were carried out at room temperature (20±2°C) and pH was monitored during the 
study. The Coulombic efficiency was calculated as the ratio of total coulombs recovered, 
obtained by integrating current over time, to the theoretical amount of coulombs that can be 
produced from acetate (8 moles of electrons per mole of acetate).  
 
Formation and use of microbial anodes in MFC 
The MFC consisted of a single polypropylene chamber of 75 mL volume equipped with a 1 
cm2 carbon cloth anode and a circular 19 cm2 air-cathode containing 1.5 mg/cm of platinum 
catalyst (PaxiTech SAS, France). The anode was reduced to 1 cm2 instead of 2 cm2 in the 150 
mL electrochemical reactors in order to keep the same surface area/volume ratio in both 
devices. The cathode was oversized with respect to the anode (factor of 19 between the 
projected surface areas) with the objective of overcoming a possible kinetic limit from the 
cathode and to make the anode rate-limiting. The air-cathode was exposed to air on one side 
of the MFC and connected to the electrical circuit through a stainless steel electrical collector 
placed against the side exposed to air. The microbial anode was formed under polarization as 
described in section “Formation and test of microbial anodes in electrochemical reactors” for 
31 days and was then transferred into the MFC chamber. The anode was connected to the 
aircathode through a 330 Ω electrical resistance. Three MFCs, each containing 75 mL of the 
same soil leachate, were operated in parallel at room temperature. Current density vs. power 
density curves were recorded from time to time by varying the external resistance from 1 Ω to 
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330 kΩ every 10 minutes. A SCE reference electrode allowed the potentials of the anode and 
cathode to be measured during recording of the “current density vs. power density” curve. 
 
Microscopy and image analysis 
Microbial colonization on the anode surfaces was examined by epifluorescence microscopy. 
The biofilms were stained with 0.01% acridine orange (A6014, Sigma) for 10 minutes and 
then washed carefully with distilled water. The samples were then left to dry in ambient air 
and imaged with a Zeiss Axio Imager-M2 microscope.  
 
Conclusions 
This work proposed a systematic strategy for forming microbial anodes for MFCs. The first 
phase consisted of investigating the effect of each parameter individually under polarization 
in half cell set-ups. In a second phase, an optimal anode was formed under applied potential 
with the defined optimal parameter values and then shifted to MFC operation. The appropriate 
MFC had to be designed to overcome the kinetic cathode limitation and consequently be 
controlled by the anode kinetics. Provided the current-potential characteristic of the anode 
obeys the Nernst-Michaelis law, the power that the anode could provide in an ideal MFC can 
be theoretically evaluated. It thus becomes possible to compare different anodes, not only for 
their open circuit potential or for the maximum current they produce, but also for the 
maximum power they could provide in a MFC. This theoretical approach diminishes the 
number of experiments to be carried out in MFC configuration, even if final experiments in 
MFCs obviously remain essential to validate the conclusions and to investigate the complex 
interactions between the different cell components. 
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3. Commentaires sur l’article 4 
La première partie de cette étude a permis de fixer les conditions optimales dans lesquelles 
pouvaient être formées des anodes microbiennes efficaces à partir de lixiviat de terreau. Cette 
phase d’optimisation a été menée dans des systèmes électrochimiques à 3 électrodes (demi-
cellule) puis transposer dans des PACM modèles (cellule de type Logan).  
 
1) Concentrations en substrats 
Les densités de courant ont augmenté proportionnellement à la concentration en combustible 
dans la gamme de 10 à 50 mM en acétate (Fig. 1A, B et C). Au delà de 50 mM, la 
concentration en acétate entraine une inhibition de la croissance des micro-organismes EA 
(Fig. 1D). Ce type de constatation a déjà aussi été rapporté dans la littérature que ce soit avec 
des biofilms mixtes ou des biofilms mono-espèces. Par exemple, Hamelers et al. (2011) ont 
montré eux aussi une proportionnalité entre la concentration en acétate et la génération de 
courant par un biofilm EA formé à partir d’eaux usées dans la gamme de 0,5 à 20 mM 
(Hamelers et al., 2011). Au delà, les performances bio-électrochimiques ne sont pas inhibées 
mais elles n’évoluent plus. Avec Geobacter sulfurreducens, Marsili et al. (2008b) ont trouvé 
une relation de proportionnalité avec la concentration en acétate pour la gamme 0-200 mM. 
Ensuite, l’augmentation de la concentration jusqu’à  3 M ne se traduit plus que par une 
augmentation de 20%. 
 
Le calcul des rendements faradiques au cours des 3 ajouts d’acétate (Fig. 1A, B et C) ont 
montré que le rendement faradique a tendance à diminuer lorsque la concentration en acétate 
augmente. Les valeurs maximales de RF au pic 3 sont respectivement de 23, 17 et 15% pour 
les concentrations de 10, 20 et 50 mM en acétate. Ici, le rendement faradique représente le 
rapport entre l’acétate réellement consommé par les bactéries électro-actives (mesurer via la 
quantité d’électrons qui transitent par l’électrode) et l’acétate globalement consommé par tous 
les microorganismes présents dans le système (bactéries EA + bactéries non EA aérobies et 
anaérobies).  








Le taux de croissance bactérienne (µ) a tendance à augmenter avec la concentration en 





⋅= maxµµ  
 
µmax : valeur du taux de croissance la plus élevée que le microorganisme puisse atteindre, 
S : concentration en substrat dans le milieu réactionnel, 
Km représentant la concentration en substrat qui détermine µ = µmax/2. 
 
Or, les bactéries non EA qui utilisent des accepteurs d’électrons solubles (oxygène, nitrates, 
sulfates…) ont des cinétiques de croissance plus rapides que les bactéries EA, surtout celles 
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aérobies qui utilisent l’oxygène comme accepteur. On comprend alors rapidement pourquoi 
pour des concentrations élevées en substrat, le déséquilibre entre population EA et non EA 
penche du côté de la prolifération des espèces non EA. La diminution du rendement faradique 
avec l’augmentation de la concentration en acétate est couramment observée dans la 
bibliographie (Sharma and Li, 2010).  
 
2) Influence de la concentration en KCl 
Il est classiquement établi qu’une conductivité ionique élevée de l’électrolyte (milieu 
réactionnel) permet de diminuer la résistance interne dans un système électrochimique. 
Habituellement en électrochimie, les milieux réactionnels sont dopés en KCl pour assurer une 
conductivité ionique élevée. C’est pour cette raison que nous avons testé la possibilité 
d’ajouter des quantités croissantes en KCl dans le lixiviat de terreau. Ainsi, dès le premier 
ajout de KCl correspondant alors à une concentration finale de 110 mM,  le courant a chuté de 
36% en seulement 1 heure. Un second ajout de 50 mM en KCl (Cf=160 mM) a encore fait 
chuté le courant de 11%. En conclusion, il n’est pas possible d’augmenter la concentration en 
KCl au delà de la concentration initialement ajoutée au lixiviat de terreau, soit 60 mM.   
 
3) Influence de la concentration du tampon bicarbonate 
L’oxydation de l’acétate par les bactéries EA s’accompagne de la production d’H+ : 
 
                     CH3COO
- + 4H2O                          2HCO3
-
  +  9H
+ + 8e-  
 
Les protons ainsi produits peuvent parfois s’accumuler au sein du biofilm EA lorsque le 
biofilm devient très épais ou lorsque la production de polymères extracellulaires limite la libre 
diffusion des espèces solubles dans le biofilm. Une manière de « faire sortir » ces protons 
piégés dans le biofilm est d’ajouter du tampon bicarbonate dans le milieu réactionnel (voir le 
chapitre 1, 4.4). Afin de vérifier si les performances des anodes microbiennes ne seraient pas 
limitées par l’accumulation de protons au sein du biofilm EA, des concentrations croissantes 
(2.5, 25, 50, 100 et 200 mM) de tampon bicarbonate (pH=9) ont été ajoutées au cours d’une 
chronoampérométrie. Les concentrations de 2,5 et 25 mM n’ont eu aucune influence sur la 
production de courant. L’ajout de 50 mM de tampon s’est traduit par une légère augmentation  
de courant (de l’ordre de 10%), tandis que les concentrations de 100 et 200 mM ont plutôt eu 
des conséquences néfastes sur les performances du biofilm EA. En conclusion, le faible effet 
constaté au cours de l’ajout du tampon bicarbonate a confirmé que la diffusion des protons 
n’est pas une étape limitante au sein du biofilm EA préparé partir de lixiviat de terreau. 
 
4) Conclusion sur la phase d’optimisation 
En conclusion, les conditions optimales à retenir sont les suivantes: acétate de sodium 20 mM, 
KCl 60 mM, tampon bicarbonate  50 mM (pH=9). 
 
5) Performances des PACMs 
Les anodes microbiennes formées en demi-cellules dans des conditions optimales ont été 
testées dans des PACMs de type LOGAN. Les courbes "tension vs. temps" ont montré que 
Micro-organismes 
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des densités de puissance stables de 6,0 W/m2 peuvent être atteintes pendant plusieurs jours 
(Fig. 7). Lors du fonctionnement de la pile, l’ajout de tampon bicarbonate 50 mM entraine 
une augmentation de la puissance de 6,0 à 6,7 W/m2. Les courbes de polarisation P=f(j) ont 
montré que la puissance débitée par la pile était limitée par l’anode microbienne. En effet, 
l’anode microbienne ne peut pas fournir plus de courant que celui correspondant au plateau de 
courant visible sur la figure 8C. Ce plateau de courant correspond à une limitation par la 
cinétique d’oxydation de l’acétate par les micro-organismes (limitation par le métabolisme 
microbien et non pas limitation par diffusion du combustible).  
 
6) Apport du modèle 
Un modèle théorique a été développé pour prédire la densité de puissance maximale théorique 
que pourrait débiter une PACM. Pour alimenter le modèle, il faut essentiellement disposer de 
la courbe "courant vs. potentiel" de l’anode microbienne, classiquement obtenue par 
voltammetrie cyclique lente (1mV /sec). La densité de puissance maximale théorique a été 
estimée à 8,9 W/m2. La différence avec la densité de puissance obtenue expérimentalement 
qui était de 6,0 W/m2 a été principalement justifiée par une chute ohmique importante dans la 
pile et un encrassement de la cathode à air qui limite ses performances. 
 
La dernière partie de la publication propose une théorie générale pour former des 
anodes microbiennes sous polarisation et évaluer leurs performances éventuelles lors de 
leurs mises en œuvre dans des PACMs 
1. Définir des conditions standards à optimiser pour le milieu réactionnel  
(concentration de l’acétate, sa conductivité et l’ajout ou non d’un tampon…) 
2. Déterminer le potentiel optimal de polarisation 
3. Etudier chaque paramètre individuellement sous polarisation imposée 
4. Former une anode microbienne optimale sous polarisation constante en utilisant les 
conditions optimales définies dans l’étape 3 
5. Enregistrer la courbe "courant vs. potentiel" (CV) de l’anode  
6. Evaluer les performances théoriques via le modèle de prédiction 
7. Comparer les résultats obtenus expérimentalement à ceux prédits par le modèle théorique 
 
 
4. La cathode à air : un verrou majeur des piles microbiennes à 1 compartiment 
 
Les piles microbiennes à 1 compartiment se composent d’un compartiment anodique liquide 
dans lequel baigne l’anode microbienne, et d’une cathode à respiration (ou cathode à air) 
positionnée directement au contact du compartiment anodique (Figure 1). Les cathodes à air 
ont été développées à l’origine pour la technologie de la pile à combustible gazeuse de type 
PEMFC. Elles ne sont pas du tout optimisées pour une utilisation au contact de milieux 
liquides comme c’est le cas dans les piles microbiennes. Par conséquent, leur stabilité dans les 
piles microbiennes est très limitée à cause de plusieurs phénomènes : 
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• Précipitation de composés, des hydroxydes de sels par exemple, sur la face interne de la 
cathode qui vont polluer le catalyseur (platine) 
• Développement d’un biofilm microbien limitant le transfert au voisinage de la cathode 
• Mauvaise gestion de l’eau qui peut entrainer un « noyage » de la cathode et donc un 
fonctionnement non plus en phase gaz mais plutôt en phase liquide de la cathode. Ce 
phénomène de  « noyage » est causé par l’accumulation de l’eau produite (1/2 O2 + 2H
+ + 
2e- → H2O) lors de la réaction de réduction de l’oxygène, par une couche hydrophobe 














Figure 1. Pile microbienne à 1 compartiment (appelé également pile microbienne à cathode air) 
Crédit photo : Pr. B. Logan, Université de Penn State, USA. 
 
Pour maintenir des performances stables au niveau de la cathode à air, la solution la plus 
efficace est de nettoyer puis sécher fréquemment la cathode afin d’éviter tous les 
désagréments cités au dessus. Mais actuellement, dans les piles microbiennes à 1 
compartiment, les cathodes à air sont pratiquement toujours disposées sur l’un des côtés de la 
pile comme représenté sur la figure 1. Or dans cette configuration, il est impossible d’extraire 
la cathode sans perturber fortement le fonctionnement de la pile (vidange ou mise à la 
verticale), ce qui peut dans certains cas définitivement compromettre ses performances. 
Devant ce problème, avec les membres de l’équipe du LGC, nous proposons une architecture 
innovante de pile à 1 compartiment qui permettrait de dissocier la cathode à air de la pile pour 
la nettoyer ou la remplacer sans perturber l’anode microbienne qui baigne dans le 
compartiment anodique  (sans vider la pile par exemple).   
 
 
5. Proposition d’un nouveau design de pile à 1 compartiment 
 
5.1 Conceptualisation du nouveau design 
 
Notre objectif premier était de concevoir un dispositif de PACM qui permettait une extraction 
et une remise en position et/ou un remplacement aisé de la cathode à air. Contrairement aux 
dispositifs classiques qui positionnent la cathode à air sur le côté de la pile, nous avons décidé 
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de disposer la cathode à air sur la partie supérieure de la PACM. Les détails du design sont 
visibles sur la Fig. 6 du chapitre II. Afin d’assurer le contact permanent entre la cathode et la 
solution, un tube est ajouté à la PACM. Il permet d’ajuster le niveau de la solution au-dessus 
du niveau de la cathode. Ce tube est indispensable pour éviter qu’une légère baisse du niveau 
de la solution (par évaporation au travers de la cathode par exemple) ne provoque la 
déconnection de la face interne de la cathode d’avec la solution.  
 
Les anodes microbiennes sont souvent préparées dans des bioréacteurs distincts avant d’être 
transférés dans les PACMs. Cette solution impose à l’anode des contraintes mécaniques et/ou 
métaboliques, en particulier l’introduction d’oxygène, qui peuvent être fatales à ses 
performances. Au contraire, dans notre nouveau dispositif, il est possible d’enlever la cathode 
à air et de travailler avec une électrode auxiliaire et une électrode de référence (système à 3 
électrodes) durant la phase initiale de formation du biofilm EA. Ensuite, lorsque l’anode a 
atteint les performances souhaitées, il suffit d’extraire l’électrode auxiliaire et la référence et 
de coupler l’anode à une cathode à air sans avoir à déplacer l’anode ou à l’extraire du milieu 
réactionnel. La disposition horizontale de la cathode en partie supérieure de la PACM permet 
en outre un fonctionnement parfaitement uniforme de toute la surface de la cathode. Dans un 
design conventionnel, il y a toujours une partie de la surface qui est gênée par un dépôt 
















Figure 2. Illustration représentant un stack de 7 prototypes de PACM à cathodes amovibles.  
La connexion des PACMS est réalisée soit en série, soit en parallèle. 
 
 
5.2 Description et conception de prototypes 
 
Notre nouveau concept de PACM est matérialisé par un flacon en verre de 500 mL qui 
constitue le compartiment anodique. La cathode est pressée sur le goulot du flacon grâce à un 
bouchon hermétique et un collecteur de courant (grille d’acier inoxydable) (voir la figure 6 
dans le chapitre II). La cathode est une cathode à air commerciale (PaxiTech SAS, Grenoble). 
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L’anode est constituée d’un feutre de graphite (Mersen, Ex-Carbone Lorraine) de 200 cm2 de 
surface géométrique (100 mm x 200 mm) et 12 mm d’épaisseur. Une tige de titane de 2 mm 
de diamètre insérée dans le feutre de carbone sert de collecteur de courant à l’anode.  
 
Sept cellules de PACMs identiques ont été fabriquées. Il est donc possible de les connecter 
entre elles comme un stack de piles soit en parallèle ou en série (Fig. 3). L’association des 
PACMs en série ou en parallèle permet d’additionner la tension dans le premier cas, et le 
courant dans le deuxième. 
 
 
Figure 3. Types de branchements électriques: (A) en série, (B) en parallèle. 
 
Les PACMs en série sont traversées par le même courant et les tensions individuelles des 
piles s’additionnent: Utotale=U1+U2+…+Un où I1=I2=…=In 
Pour les PACMs en parallèle, les courants de chaque pile s’additionnent et la tension est fixée 
par la cellule qui a la tension la plus faible: Itotale=I1+I2+…+In où U1=U2=…=Un 
 
5.3 Validation expérimentale des prototypes 
 
Les anodes microbiennes ont d’abord été formées en systèmes à 3 électrodes directement dans 
les compartiments anodiques des PACMs. Après que les biofilms EA se soient formés sur les 
électrodes en feutre de graphite et que les anodes microbiennes aient atteint les performances 
envisagées, la polarisation des électrodes est arrêtée pendant quelques heures et le système 
change de configuration. Chaque bioréacteur est ouvert en dévissant le bouchon, l’électrode 
auxiliaire en graphite est extraite et une cathode à air est disposée sur l’ouverture supérieure 
avec son collecteur de courant (Fig. 4). Les anodes microbiennes et les cathodes à air sont 
connectées électriquement par une résistance (330 Ω le plus souvent) et le courant électrique 
débité par le stack de 7 PACMs est suivi au cours du temps tantôt en connectant les cellules 
en série tantôt en les connectant en parallèle. 
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Figure 4. Formation des anodes microbiennes puis fonctionnement en pile microbienne. 
 
Préparation des anodes microbiennes 
Sept biofilms EA ont été formés sur des anodes en feutre de carbone sous polarisation 
constante à -0.2V vs. ECS. La figure 5 présente les résultats de chronoampérométrie obtenus 
avec seulement 2 des 7 biofilms EA qui se sont établis sur les anodes. Ces deux biofilms 
(Biofilm 1 et Biofilm 2) ont commencé à fournir du courant d’oxydation après environ 5 jours 
de polarisation. Pour le biofilm 1, lors des 5 premiers jours de polarisation, on observe une 
phase de latence typique de la croissance des biofilms EA sur les électrodes (Figure 5, biofilm 
1). Par contre, pendant les 5 premiers  jours de polarisation, un courant cathodique a été 
mesuré dans l’expérience correspondant au biofilm 2. Nous avons supposé que ce courant de 
réduction était du à la réduction de l’oxygène emprisonné dans la structure poreuse du feutre 
de graphite. L’absence de courant de réduction sur l’électrode correspondant au biofilm 1 
s’expliquerait par un conditionnement différent avant son utilisation. 
 
Figure 5. Evolution du courant au cours de la formation de biofilms EA anodiques  
capable d’oxyder l’acétate sur des électrodes de feutre de carbone. 
 
Au-delà des comportements initiaux différents sur la période 0-5 jours, les 2 biofilms ont 
atteint des valeurs maximales de courant de 250 mA (12,5 A/m2) pour le biofilm 1 et 
d’environ 350 mA (17,5 A/m2) pour le biofilm 2 en moins de 3 semaines. Ici nous n’avons 
représenté que les 2 meilleurs résultats. Les 5 autres anodes microbiennes n’ont produit que 
des courants de 50 à 200 mA pendant la même période de test. 
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Fonctionnement en pile microbienne 
Après 21 jours de polarisation en systèmes à 3 électrodes, la polarisation a été stoppée puis les 
électrodes auxiliaires et les électrodes de référence retirées des bioréacteurs. Enfin, les 
cathodes à air ont été installées et les bioréacteurs électrochimiques sont donc passés en 
configuration « pile microbienne ». Les performances individuelles des 7 piles ont alors été 
évaluées en traçant des courbes de polarisation P=f(I). Deux exemples de courbes de 
polarisation obtenues avec deux piles différentes sont présentés dans la figure 6. 
 
 
Figure 6. Courbes de polarisation de 2 cellules de PACM. 
 
Les deux PACMs ont fourni respectivement des puissances maximales de 0,5 et 0,25 mW et 
des courants maximaux de 3 et 2 mA. La caractérisation des performances des 5 autres piles a 
plutôt montrée des résultats proche de ceux de la PACM 1, c’est à dire 0,5 mW et 3 mA. Pour 
la suite des tests, la PACM 2 a été éliminée du lot de PACMs (stack) à cause de ses faibles 
performances. La poursuite des tests a donc était conduit avec 6 cellules de PACM. Les 6 
cellules ont par la suite été connectées d’abord en série puis après quelques jours en parallèle. 
Les résultats des performances obtenues suite à la connexion des cellules en série ou ne 




Figure 7. Courbes de polarisation des 6 cellules de PACM 
connectées en série (A) ou en parallèle (B). 
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La connexion des 6 cellules en série a généré une puissance maximale de 8 mW et un courant 
maximal de 10 mA. Ce type de connexion a également fourni un voltage maximal de 2,5 V, 
celui d’une cellule individuelle étant d’environ 0,5 V. Ce type de puissance permet 
d’alimenter des composants ou des appareils électroniques ludiques comme des LED ou une 
calculatrice (figure 8). 
 
 
Figure 8. Illustration de l’alimentation de 2 LEDs (A) ou d’une calculatrice (B)  
 par l’association en série de 6 PACMs. 
 
La connexion des 6 cellules en parallèle a fourni une puissance maximale de 10 mW et un 
courant maximal de 70 mA. Dans cette configuration, le courant en sortie est plus important. 
Il a permis de faire tourner le moteur électrique d’une hélice en bois (Fig. 9).  
 
La puissance maximale débitée par le stack est différente si la connexion du stack est réalisée 
en série ou en parallèle. En effet, le stack est capable de débité 8 mW en série et 10 mW en 
parallèle. 
 
Figure 9.  Illustration de l’alimentation d’un moteur d’hélice  
 par l’association en parallèle de 6 PACMs. 
 
Après 7 jours de fonctionnement, les cathodes ont été extraites et rincées délicatement avec de 
l’eau distillée pendant 2-3 minutes afin d’enlever le biofilm formé sur la cathode. Ensuite les 
cathodes ont été séchées puis remises à leur place. La puissance est passée de 8 mW à 10 mW 
pour le stack connecté en série (Fig. 10A) et de 10 mW à 12 mW pour le stack connecté en 
parallèle (Fig. 10B), soit une amélioration de 20 à 25% des performances. 
 




Figure 10. Courbes de polarisation des 6 cellules de PACM 
connectées en série (A) ou en parallèle (B) après nettoyage des cathodes à air. 
 
Le stack a par la suite fonctionné pendant plus de 2 mois, connecté en série et alimentant 2 
LEDs. Il a été présenté au grand public lors d’actions de vulgarisation et dans plusieurs salons 
de recherche ou d’innovation pour promouvoir la technologie des piles à combustible 
microbiennes (MIDINOV, Toulouse ; Journées Energies de l’ANR, Lyon ; Portes ouvertes-
Journées de la Chimie, CEA, Saclay…). 
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Les travaux de thèse présentés dans ce manuscrit s’inscrivent dans une démarche de recherche 
appliquée à la frontière entre l’électrochimie, la microbiologie et les bioprocédés. Ils visent 
plus particulièrement à développer une nouvelle filière de production d’énergie propre et 
renouvelable à partir la technologie « pile à combustible microbiennes». D’un point de vue 
fondamental, cette technologie produit directement de l’électricité à partir de l’oxydation 
biologique de déchets organiques. Or, dans la partie bibliographique, nous avons pu voir qu’il 
existe encore un fossé entre la théorie et la pratique puisque les performances ne sont pas 
encore à la hauteur de ce que l’on pouvait espérer il y a une dizaine d’années lorsque le 
concept de la technologie a émergé. Cependant, tout n’est pas noir car des avancées tant sur le 
plan fondamental que technologique sont régulièrement rapportées dans la littérature. Une 
saine émulation a été crée en l’espace de 10 ans entre les équipes au plan mondial puisque 
actuellement un nombre impressionnant de groupes scientifiques ont orienté leur travaux sur 
la pile microbienne.  
 
Le premier objectif de ce travail de thèse était d’optimiser les performances des anodes 
microbiennes obtenues à partir de terreau de jardin et les obtenir de façon reproductible. 
Ainsi, nous avons mise en place une méthode que l’on a nommée "polarisation retardée". 
Cette méthode consiste à pré-établir un biofilm sur une électrode avant de lancer la 
polarisation. Des résultats intéressants ont été induits par la méthode "polarisation retardée" 
surtout quand on les compare à ceux de la méthode plus conventionnelle de "polarisation 
classique". Les biofilms anodiques EA développés sous polarisation retardée ont fourni des 
densités de courant 25% supérieures dans une période de temps de 4 fois plus courte que celle 
nécessaire pour former des biofilms EA sous polarisation classique.   
 
Egalement, nous avons effectué des travaux  sur la comparaison des matériaux. Il est apparu 
de façon claire que les densités de courant étaient plus élevées sur tissu de carbone (35 A/m2). 
Néanmoins, les résultats avec l’acier inoxydable paraissaient aussi très prometteurs surtout si 
l’on considère le rapport surface spécifique/ performances.  Nous avons donc cherché à 
amplifier la surface spécifique de l’acier inoxydable mais la structuration mécanique de la 
surface de l’acier inoxydable n’a pas répondu à nos attentes. Des travaux complémentaires 
menés avec des électrodes tridimensionnelles en acier inoxydable sont actuellement en cours 
au LGC dans le cadre du stage Master II d’Amandine Calmet. 
 
La seconde partie de ce travail a consisté à passer de la formation de l’anode en système à 3 
électrodes à la conception d’une PACM. Les premiers tests dans des piles à 1 seul 
compartiment (de type Logan) a permis d’atteindre des densités de puissance stables de 6 
W/m2 avec les biofilms EA optimisés à partir de lixiviat de terreau. Cette puissance est  parmi 
les valeurs les plus élevées reportées jusqu’au présent. De plus, un modèle théorique de 
prédiction, développé au LGC, a confirmé que dans une configuration optimale il était 
possible d’atteindre 8,9 W/m2 comme puissance maximale. Les résultats de la modélisation 
nous ont poussés à concevoir une nouvelle architecture de pile microbienne. Un prototype 
avec des cathodes à air amovibles a été construit et testé sous forme de stack (association de 7 
piles individuelles). Il a fonctionné pendant plus de 2 mois et a permis de faire la promotion 
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de la technologie pile microbienne dans de nombreuses manifestations scientifiques et/ou de 
vulgarisation. 
 
Ensuite, l’objectif suivant visait à pérenniser le fonctionnement des anodes sur de longues 
périodes. Le but était de simplifier le lixiviat de terreau pour éviter le développement des 
bactéries non adhérées (bactéries planctoniques). La dilution du lixiviat de terreau avec un 
milieu minimum a presque triplé les rendements faradiques (82%) et a stabilisé le courant 
généré (12 A/m2) pendant environ 6 jours. Le passage sous atmosphère anaérobie a même 
permis d’atteindre des densités de courant de 50 A/m2. L’analyse des populations dans ces 
biofilms formés en anaérobiose a conduit majoritairement à l’identification de l’espèce G. 
sulfureducens (39%), qui est aujourd’hui l’espèce bactérienne électro-active la plus connue et 
la plus étudiée, mais également, Exiguobacterium auranticum, Alkaliphilus transvaalensis ou 
Olsenella uli qui elles sont des  espèces qui n’ont pas encore été détectées dans des biofilms 
EA. 
 
Le dernier objectif de mes travaux consistait à tenter d’améliorer le transfert électronique 
entre biofilms et électrodes, dans ce cadre les études utilisant une ultra-microélectrode ont 
donné des résultats remarquables. Des densités de puissance de 66 A/m2 ont été obtenues avec 
des ultra-microélectrodes en platine. Les analyse transitoires par voltammetries cycliques des 
interfaces ultra-microélectrodes / biofilms EA a mis en évidence que le transfert électronique 
n’est pas contrôlée par les cinétiques microbiennes mais par le transport d’électrons à travers 
la matrice du biofilm EA. Ces résultats représentent une avancé significative en termes de 
génération de courant électrique car jusqu’à présent, aucune densité de courant aussi élevée 
n’est répertoriée dans la bibliographie. 
 
Sur la base des travaux réalisés certaines perspectives peuvent être proposées. Les études sur 
la formation d’anodes microbiennes à partir d’électrodes en acier inoxydable ont donné des 
densités de courant élevées. Cette piste est donc encourageante. Il faudra donc la poursuivre 
peut-être en croisant l’effet ultra-microélectrode avec des électrodes en acier inoxydable mais 
aussi en essayant de développer des structures en acier à forte surface déployée. Quelques 
manipulations préliminaires réalisées durant la rédaction de ce mémoire ont permis d’estimer 
à 100 A/m2 la densité maximale qui pourrait être fournie par un biofilm formé sur une 
électrode en acier inoxydable avec structuration tridimensionnelle.  
 
Les analyses de populations microbiennes au sein des biofilms EA ont montré la présence de 
trois nouvelles espèces ainsi que la présence de bactéries de Geobacter sulfurreducens. Dans 
ce contexte, il serait intéressant de former des biofilms EA séparément avec chaque isolat ou 
avec des combinaisons d’isolats identifiés. La présence de ces isolats dans les nouveaux 
biofilms EA et d’éventuelles synergies ou compétition entre eux pourraient alors être suivies 
via des sondes FISH. 
 
Il reste encore et toujours à optimiser les performances des cathodes abiotiques commerciales. 
Leur coût reste élevé malgré les efforts qui ont été consenti sur la diminution des charges en 
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platine. Mais surtout, leur faible durée de vie est le frein majeur du développement des piles 
microbiennes à grande échelle. En perspective, il serait astucieux de remplacer les cathodes 
abiotiques par des cathodes microbiennes (ou biocathodes). Il existe des exemples dans la 
littérature de piles qui ont fonctionné avec des cathodes microbiennes (pile à 2 
compartiments). Le LGC est d’ailleurs un acteur reconnu sur cet aspect mais le travail est 
encore plus en amont que sur les anodes microbiennes. Si seulement si cette solution un jour 
aboutit, alors le développement de pile microbienne de tailles plus importantes (passage de 
quelques litres à quelques centaines de litres) avec un milieu synthétique et en continu pourra 
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